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RESUMEN 
Se llevo a cabo una investigación sobre la reproducción artificial y el levante de 
larvas de la ostra de mangle Crassostrea rhizophorae, con el propósito de iniciar a 
desarrollar una metodología práctica, que pueda ser empleada en nuestro medio en 
procesos de producción artificial de semillas de la especie, con fmes de repoblación 
y/o cultivo. 
La reproducción artificial de Crassostrea rhizophorae se hizo mediante estímulos 
térmicos con ascenso y descenso de temperatura entre valores de 20 a 33°C, 
osmóticos con ascenso y descenso de la salinidad entre valores de 15 a 35%0 y 
fisiológicos por medio de la adición de esperma de ostras recién extraído al agua, 
para inducir el desove de los individuos maduros en el laboratorio. 
Los experimentos de larvicultura se realizaron suministrando dietas alimenticias a 
partir de las microalgas Nannochloropsis sp., Isochtysis galbana y Tetraselmis 
chuii, obteniéndose así 15 casos de cría de larvas con sobrevivencia entre 2 y 15 días 
y un caso de fijación de larvas con sobrevivencia de 5 días. 
INTRODUCCIÓN 
La Ciénaga Grande de Santa Marta es una de las lagunas costeras tropicales más 
productivas del mundo; sin embargo, ha sufrido serios daños ambientales que han 
causado deterioro en el ecosistema y disminución de diversas especies de plantas y 
animales. Dentro de las especies de moluscos bivalvos que se producen en forma 
natural en la CGSM se encuentra la ostra de mangle Crassostrea rhizophorae, pero 
a causa de la sobreexplotación de la especie por parte de los habitantes de la región y 
de la alta tasa de sedimentación de la laguna, la ostra actualmente se encuentra casi 
extinta. Ésto ha contribuido a la disminución de especies de peces (p.e. Mojarra 
rayada Eugerres plumieri), crustáceos y otros animales que encontraban en los 
bancos de ostras y demás formaciones ostreras, refugio y/o alimento para sobrevivir; 
al mismo tiempo ésto ha causado la desaparición de un medio de ingreso muy 
importante para las familias de la región que dependían de la pesca de éste recurso. 
Pueblos enteros vivieron por muchos años de la explotación de la ostra y hoy se 
dedican a la explotación de otros recursos. 
A partir de 1970 se han realizado varias investigaciones sobre la ecología y el 
cultivo de C. rhizophorae en la CGSM, pero hasta el momento no se ha podido 
23 
solucionar el problema, siendo éste la escasez de la especie, hasta tal punto que no 
hay suficiente producción natural de semillas para repoblar la laguna. 
Los primeros ensayos experimentales sobre cultivo de (7. rhizophorae en la CGSM 
se hicieron empleando el método de adecuación de fondos construidos con conchas 
de las mismas ostras, trasladando las semillas colectadas en el medio natural 
(Ciardelli, 1970). Squires y Riveros (1971), evaluaron la producción potencial de 
ostras en ésta ciénaga destacando la necesidad de controlar la salinidad, recolección 
y aspectos socioeconómicos del área. 'Wedler (1976), inició los primeros 
experimentos sobre el cultivo de ostras ensayando con colectores como llantas de 
carro, láminas de etemit, tejas, raíces de mangle rojo Rhizophorae mangle y láminas 
de cartón-plast, encontrando en las últimas más ventajas y mejores resultados. 
Rivera (1978), estudió los procesos de maduración gonadal permitiendo predecir las 
épocas de desove durante las cuales es propicio colocar los sustratos para la fijación 
de semillas. Pinzón (1978), determinó las diferentes etapas de maduración sexual, 
tanto de la hembra como del macho, utilizando técnicas histológicas y describió la 
morfología externa e interna de ésta especie. (Arias el al., 1995. 155). Wedler 
(1983) reportó que en la CGSM el desove más fuerte se presenta después del verano 
(Marzo y Mayo) (Wedler, 1983, 14). Barliza y Quintana (1992), realizaron un 
estudio con C. rhizopho rae en la CGSM basado en la implementación de tres 
sistemas de cultivo: canastas, collares y de fondo, encontrando que el mejor 
rendimiento se obtuvo en las ostras cultivadas en canastas y collares y que el método 
24 
de cultivo que mejor se adaptó a las condiciones locales fue el de fondo, con una 
fijación entre 700 y 2000 ostras/m2. No se conocen otros reportes de trabajos 
realizados en la CGSM en los últimos años. 
Hasta el momento no ha sido controlada la disminución de la ostra en la CGSM y la 
especie es muy difícil de encontrar en la laguna, por esto es necesario trabajar en 
experimentos que permitan conocer la factibilidad de repoblamiento de la laguna 
con ésta especie, tales como la producción artificial de semillas y el traslado y 
adaptación de semillas previamente fijadas en otros sistemas naturales. 
El trabajo experimental sobre técnicas de reproducción artificial y levante de larvas 
C. rhizophorae, aprovechando al máximo la maduración gonadal de la especie en el 
medio natural, es una manera de contribuir al conocimiento de datos sobre la 
producción artificial de semillas en laboratorio, y al mismo tiempo es una actividad 
necesaria para aprender técnicas de manejo y control de dicha producción, que se 
puedan utilizar en el futuro para la implementación de sistemas de repoblación y 
cultivo. 
Éste tipo de trabajo se ha realizado en muchos países y en algunos de ellos ya se 
produce semilla de ostra con mayor tecnología. Trabajos realizados en Colombia 
hasta el momento no lograron un desarrollo completo hasta la fijación. Para iniciar 
una tecnología aplicada a nuestro medio, se trabajó en el presente proyecto para 
25 
impulsar el desarrollo de un método de producción artificial de semillas de (7. 
rhizophorae, esperando presentar los primeros resultados experimentales sobre la 
reproducción artificial de la especie en el país. 
• 
1. OBJETIVOS 
1.1 OBJETIVO GENERAL 
Desarrollar un método práctico para la producción artificial de semillas de la ostra 
de mangle Crassostrea rhizophorae, que se pueda aplicar en el futuro para procesos 
de repoblación y cultivo de la especie en la CGSM. 
1.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 
Diseñar e instalar un sistema para el acondicionamiento y mantenimiento de 
reproductores que permita recircular y reutilizar el agua, empleando filtros de 
espuma, biológico y de luz ultravioleta para el tratamiento de la misma. 
Diseñar e instalar un sistema de esterilización con luz ultravioleta y ozono, para 
el tratamiento del agua de mar empleada en el mantenimiento de los 
reproductores, el cultivo de microalgas y levante de larvas. 
Mantener cultivos estériles y constantes de las microalgas en cantidades 
suficientes para la alimentación de reproductores y larvas. 
Analizar y controlar los factores fisicoquímicos del agua de mantenimiento de 
reproductores y larvas. 
Ensayar diferentes métodos para la inducción al desove de los reproductores. 
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Ensayar diferentes condiciones de mantenimiento de las larvas hasta la obtención 
de semillas en el laboratorio. 
Realizar un seguimiento al desarrollo embrionario y metamorfosis larval, para la 
identificación de las características y el tiempo de duración de cada estado. 
Determinar los niveles de sobrevivencia larval. 
Ensayar colectores de diferentes materiales para la fijación de las semillas. 
2. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 
2.1 RESEÑA HISTÓRICA 
Antiguamente los griegos y romanos aprovechaban los bancos naturales de ostras, 
escogiendo y trasladando ejemplares pequeños a zonas protegidas y próximas a sus 
residencias, donde practicaban una especie de cultivo sobre el fondo. En 1673, el 
japonés Yorohashi Koroshiya observó por primera vez que las ostras se fijaban a 
cañas de bambú clavadas en las playas. Éstas podían transportarse después a otros 
lugares sin predadores y aprovechando toda la columna de agua. Los primeros 
ensayos significativos sobre el desarrollo embrionario de bivalvos fueron descritos 
en 1879 por Brooks, con la ostra americana Crassostrea virgínica (Dupuy, 1973). 
Más de cuatro décadas fueron necesarias para que Wells, en Estados Unidos, 
obtuviese resultados en la metamorfosis y fijación de larvas en el laboratorio, con la 
misma especie de ostra (Loosanoff, 1969). Entre 1937 y 1960 se desarrollan en 
Gran Bretaña las técnicas modernas de cría de larvas, por parte del profesor Walne, 
cuyos métodos, con ligeras variaciones son los que se emplean en la actualidad. 
Loosanoff y Davis (1963), después de largas investigaciones lograron desarrollar 
una técnica de acondicionamiento e inducción al desove de moluscos, que podía ser 
efectuada durante los meses alrededor del invierno. 
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Desde entonces los procesos de cría de larvas de moluscos bajo condiciones 
controladas fueron mejorando gracias al continuo avance tecnológico, al mayor 
conocimiento biológico y al mérito de diversos investigadores, principalmente 
norteamericanos, británicos, japoneses y franceses. Autores como Le Borgne 
(1981), consideran que la etapa más exigente del cultivo de ostras es el levante de 
larvas. 
En general, las técnicas de larvicultura, requerimientos alimenticios y período larval 
(2 a 3 semanas) son semejantes para la mayoría de los moluscos bivalvos, sea para 
ostras, mejillones, venéridos, pectínidos, etc., cuando son cultivados bajo 
condiciones óptimas (Watson, 1979; Watson, s.d.). (Gomes, 1986, 67). Se han 
descrito diversos tipos de "Hatcheries" de ostras en la literatura, de acuerdo a las 
condiciones de cada lugar (Breese, 1969; Breese and Malouf, 1975; Cole, 1956; 
Davis, 1969; Dupuy el al., 1973; Clancy, 1965; Hidu el al., 1969; Hidu, 1971; Hori 
and Kusabake, 1927; Hughers, 1940; Wahie, 1956). 
Los trabajos más recientes que se conocen sobre la larvicultiu
-a de moluscos 
bivalvos son: 
D.B. Quayle (1981), desarrolló técnicas básicas acerca del cultivo de ostras 
tropicales con el fm de elaborar un método práctico de reproducción artificial. 
Luiz de Oliveira Gomes (1986), reportó un método sobre la reproducción 
artificial y el levante de larvas de ostras del género Crassostrea en Brasil. 
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Hideki Yukihira y Francisco Alarcón (1987), desarrollaron un método de 
producción artificial de semillas de la ostra de mangle Crassostrea rhizophorae 
en Costa Rica. 
José Antonio Frías Laporeau el al. (1989), logró a fijación de semillas de 
Crassostrea rhizophorae en Cuba. 
Isabel Fernández Álvarez (1991), trabajó en la reproducción y 
acondicionamiento de bivalvos en criadero en España. 
Alejandro Pérez Camacho (1991), trabajó en el cultivo y reproducción artificial 
de mejillones en España. 
Klaudia Hernández (1998), logró la reproducción artificial, el levante de larvas y 
fijación de semillas de la ostra perlífera Pinctada iinbricaia, en el Instituto de 
Investigaciones Marinas y Costeas INVEMAR., Colombia. 
Estados unidos con Crassosirea e Inglaterra con Ostrea producen grandes 
cantidades de semillas (ostras de lmm), en condiciones controladas en 
"Hatcheries", seguidos por Japón que produce semillas de Crassostrea en menor 
cantidad. 
No hay reporte hasta el momento sobre la reproducción artificial y el levante 
completo de la larva de la ostra Crassostrea rhizophorae en Colombia. 
2.2 BIOLOGÍA Y ECOLOGÍA DE LA ESPECIE 
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2.2.1 Generalidades. La ostra de mangle Crassostrea rhizophorae es un molusco 
bivalvo eurihalino, que habita en las costas, generalmente en zonas entre 25 y 35%0 
de salinidad (Wahie, 1980) (Barliza y Quintana, 1992, 10). Vive en lagunas 
costeras, zonas estuarinas y en el litoral rocoso a muy poca profundidad. Debido a 
la competencia por el espacio y la depredación en el litoral rocoso, las ostras se 
encuentran allí sólo esporádicamente y son de menor tamaño. Son más abundantes 
en la zona intennareal sobre las raíces del mangle rojo Rhizophorae mangle, donde 
por su resistencia al alto calor y sequía, por corto tiempo se pueden liberar de 
competidores como esponjas, tunicados, corales, etc. Aquí tampoco es posible una 
notable expansión y vida larga debido a la actividad de múltiples predadores como 
caracoles (p.e. Thais spp. y Melongena sp.), crustáceos (p.c. Callinectes spp., 
Panopeus sp., Panulirus sp., etc.) y peces (p.c. Diodontidae). Un hábitat óptimo son 
las regiones estuarinas, donde cambios extremos en la salinidad favorecen a ésta 
especie, que puede resistir entre 5 y más de 60760, mientras que los competidores y 
depredadores marinos en su mayoría son estenohalinos y por eso no son capaces de 
entrar en éste sistema. Un efecto positivo adicional es la alta productividad de éstas 
regiones, que junto con las altas temperaturas favorecen un crecimiento rápido 
(Wedler, Introducción a la acuacultura, 1998, 277). 
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Existen dudas sobre la ubicación taxonómica de C. rhizophorae. Wedler (1994) 
menciona que observaciones comparativas de la morfología de las conchas de ésta 
especie en los diferentes sitios de la CGSM y experimentos de crecimiento llevaron 
a la hipótesis de que de ésta especie es una variación ecológica de la ostra 
americana C. virginica. Ésta idea está apoyada por colegas de Estados Unidos, que 
y trabajaron en la genética de la ostra. Sobre éste mismo aspecto Díaz y Puyana 
(1994), observan que los estudios adelantados por Newball y Carriker (1983) sobre 
la ultraestructura de la concha de ambas formas no justifica una separación de éstas 
a nivel más específico; de confirmarse ésto con estudios más detallados, C. 
rhizophorae pasaría a ser un sinónimo de C. virgínica, ya que éste último nombre 
tiene mayor prioridad. Sin embargo, la ostra de mangle está ubicada dentro de la 
siguiente clasificación taxonómica: 
Phylum Mollusca 
Clase Pelecypoda (Bivalvia) 
Subclase Pteriomorpha 
Orden Pterioidea 
Suborden Anysomiania 
Superfamilia Ostreacea 
Familia Ostreidae 
Género Crassostrea 
Especie Crassostrea rhizophorae (Guilding, 1828) 
Nombre común Ostión u ostra de mangle 
(Arias el al., 1995, 156-157). 
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La ostra de mangle C. rhizophorae se encuentra distribuida hacia la parte sur del 
Atlántico tropical de América, teniendo como hábitat las zonas estuarinas de la 
mayoría de islas y países del Caribe hasta Brasil (Wedler, 1980) (Barliza y 
Quintana, Op. cit, p. 119). 
1 'S 
G.L.G Anatomía y funciones. C. rhizophorae es un bivalvo de vida sésil, que 
carece de esqueleto interno y su cuerpo está encerrado en una concha formada por 
dos piezas llamadas valvas y unidas por un ligamento elástico o charnela (Cuña y 
Pérez, Cultivo de bivalvos en batea, 1991, 7); se fija a sustratos duros corno las 
raíces del mangle rojo Rhizophorae mangle (por lo cual lleva éste nombre), rocas y 
otros, por medio de su valva izquierda cóncava, la cual se ajusta a la valva derecha 
que tiene forma aplanada y es más pequeña (Figura 1). Las conchas son foliáceas, 
delgadas y livianas, pueden alcanzar los 30 cm de longitud, siendo común la talla de 
15 cm. Presentan en toda su superficie una capa delgada llamada periostraco que le 
sirve de protección (Arias el al., 1995, 157); están constituidas por una matriz 
orgánica formada por proteínas, mucopolisacáridos y cristales de carbonato cálcico, 
generalmente en forma de calcita (cristales hexagonales), o aragonita (cristales 
rómbicos). Las conchas de los moluscos se consideran como desecho de la industria 
alimenticia; finamente molidas, pueden utilizarse como fertilizantes, debido al 
carbonato cálcico y a la matriz orgánica que contienen. (Coll, 1983, 118). En el 
interior de las valvas se observa la cicatriz del músculo aductor ubicado cerca del 
margen dorsal, el cual tiene forma de media luna y su función es la de apertura y 
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Figura 1. Morfología externa, términos de orientación y medidas de la ostra 
Crassostrea rhizophorae (Guilding, 1828). Tomado de Wedler, 1984. 
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cierre de las valvas (Arias el al., Op. cit., p. 1.57). Cuando el músculo aductor está 
relajado, las valvas se abren y cuando se contrae, las valvas se cierran. Ésto permite 
distinguir que una ostra con valvas cerradas es una ostra viva (Coll, Op. cit., p. 
119). En zonas tranquilas o cultivadas en suspensión tienen una concha más delgada 
que las que crecen en el fondo con mucha sedimentación, en un medio donde están 
expuestas al ataque de predadores y al gusano perforador Polydora que ataca la 
concha. (Wedler, El cultivo de la ostra (Crassostrea rhizophorae Guilding) en el 
Caribe colombiano, 1983, 12). La masa corporal, localizada entre el músculo 
aductor y la charnela es de color cremoso a pardo amarillento y está cubierta por un 
repliegue epidérmico llamado el manto, que la separa de la cara interna de la concha 
y es segregado por ésta. Debajo del manto se encuentran las cuatro láminas 
branquiales soldadas dos a dos a la masa visceral. Tanto el pie como el biso 
característico de otros moluscos bivalvos se ha atrofiado por la vida sésil (Curia y 
Pérez, Op. cit., p. 7). Cuando se remueve la valva derecha (Figura 2) se pueden 
observar en su interior los sistemas respiratorio, circulatorio, digestivo, nervioso, 
excretor y reproductor. 
El sistema respiratorio está constituido por cuatro branquias que son estructuras 
delgadas y flexibles cubiertas de mucus, compuestas por filamentos de color marrón 
o negro con comunicaciones vasculares; se utilizan para la respiración y como 
filtro de selectividad del alimento. La superficie exterior de las branquias se 
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Figura 2. Anatomía interna de la ostra cuando se retira la valva derecha. Tomado 
de Wedler, 1984. 
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encuentra cubierta por numerosos cilios microscópicos cuyos movimientos originan 
una corriente de agua que pasa a través de la boca, siendo forzada a salir a través de 
la cámara cloacal (Arias et al., Op. cit, p. 159), permitiendo así el intercambio 
osmótico con el medio (Col!, Op. cit., p. 122). Una ostra adulta tiene una capacidad 
aproximada de filtración de 7 a 10 1/11 aproximadamente (Coll, Ibid., p. 122). 
Pueden resistir vivas largos períodos de tiempo (alrededor de una semana) fuera del 
agua, ya que pueden captar oxígeno del aire mientras estén húmedas las 
branquias. También pueden resistir cortos períodos en condiciones adversas 
(variación de salinidad, falta de oxígeno, presencia de sustancias tóxicas), cerrando 
las valvas. Éstas propiedades se aprovechan en los cultivos para el transporte para la 
desinfección o para el desecamiento por agua dulce (Coll, /bid., p. 121). 
El aparato circulatorio está constituido por el corazón el cual presenta el pericardio, 
un ventrículo y dos aurículas, que se conectan con vasos sanguíneos de pared 
delgada; la sangre es incolora (Quay
-le. Op. cit., p. 6), por lo cual el oxígeno se 
disuelve directamente en el plasma. La circulación es abierta, es decir, la sangre se 
extravasa e inunda los tejidos formando un sistema lagunar en parte de su recorrido; 
es incoagulable y su recorrido típico es: corazón, tejidos (sistema lagunar, riñones y 
branquias). Los moluscos son animales de sangre fría (poiquilotermos), por lo tanto, 
su temperatura se adapta a la del ambiente, por éste motivo, al aumentar 
rápidamente de temperatura se disminuye la solubilidad de los gases en la sangre, lo 
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cual puede producir la enfermedad de las burbujas en el curso sanguíneo de los 
bivalvos (Coll, Op. cit., p. 122). 
El sistema digestivo consiste en una boca, un esófago corto o garganta que conduce 
a un estómago en forma de bolsa. En la base del estómago se encuentra una ranura, 
la cual, en una ostra que se está alimentando contiene un bastoncillo gelatinoso de 
color amarillento llamado el estilo o estilete cristalino. Éste constituye una parte 
integral del sistema digestivo y es una fuente de enzimas. Cuando la ostra se retira 
del agua el estilete se desintegra, pero se regenera cuando a la ostra se le permite 
alimentarse de nuevo; con frecuencia se le considera una lombriz parasitaria por 
parte de los legos en la materia. Del estómago sale un intestino delgado y alargado 
que termina en un ano, el cual está debajo del músculo aductor. A cada lado del 
estómago y con conductos que conducen al mismo, aparece una serie de túbulos 
ramosos llamados la divertícula digestiva, a menudo denominada hígado; es 
sumamente pigmentada y cuando la ostra está alimentándose en forma activa es de 
color verde oscuro o negro, de otra manera, es de color café claro. En una ostra 
delgada, carente de una capa de glicógeno o gónadas desarrolladas, la glándula 
digestiva puede ser observada a través de la pared del cuerpo (Quayle, Op. cit., p. 
6). Las partículas digeribles se mueven hacia la boca donde los palpos labiales las 
conducen al sistema digestivo; mientras que las partículas no digeribles son 
retenidas para luego ser expulsadas en forma de pseudoheces dentro de una 
membrana mucosa. La digestión se efectúa con la ayuda de las glándulas digestivas 
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y una papila digestiva (Figura 3) (Wedler, Introducción a la acuacultura. Op. cit., 
p. 275). Las bacterias y protozoos simbiontes que viven en el tubo digestivo de los 
moluscos, contribuyen a la digestión de la celulosa de las paredes celulares de las 
microalgas. Durante la filtración son capaces de concentrar bacterias patógenas y 
compuestos tóxicos (insecticidas, metales pesados, etc.), por lo que se deben purgar 
en aguas limpias y desinfectadas por lo menos una semana antes de ser consumidos 
(Col!, Op. cit., p. 1.23). 
El sistema nervioso consiste de tres grupos distintos de células nerviosas en vez de 
un cerebro (Quayle, Op. cit., p. 6), formando tres pares de ganglios: los cerebrales, 
viscerales y pedales (animales protóstomos). Los órganos de los sentidos están 
localizados en el borde del manto. Cuando existen sifones en el extremo del 
inhalante hay quimiorreceptores (detectores de sustancias disueltas en el agua), si 
faltan los quimiorreceptores se sitúan en los bordes del manto, donde están también 
los receptores del tacto y de la luz (incluso ojos primitivos en algunas especies) 
(Coll, Op. cit., p. 123). 
El sistema excretor está formado por un par de nefridios situados a cada lao de la 
masa visceral, cerca del corazón (Arias el al., Op. cit.; p. 160). En ellos ocurre una 
filtración de la sangre, la cual va a parar a la cavidad del manto y de ahí al exterior. 
Excretan amonio principalmente, dióxido de trimetilamina y urea. La excreción se 
realiza a través de las branquias y el riñón (Col!, Op. cit, p. 122). 
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Figura 3. Anatomía de la ostra que muestra la forma como filtra el agua para captar 
el alimento. Tomado de Wedler, 1984. 
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El sistema reproductor está formado por órganos llamados gónadas; en la hembra las 
gónadas que producen huevos u ovas se denominan ovarios y la gónada macho que 
produce espermas se denomina testículo. Los ovarios y testículos se presentan en ostras 
separadas y consisten en una serie de túbulos ramosos en cada lado del cuerpo. Durante la 
época de reproducción, cuando las gónadas están maduras y los túbulos están llenos de 
huevos o espermas, la gónada cubre la mayor parte del cuerpo; en éste momento, los 
túbulos individuales pueden tener la apariencia casi de venas sobre la superficie del 
cuerpo. Sin embargo, después de completarse el desove, la ostra es magra y acuosa, sin 
gusto y contiene poca carne, de modo que es inservible para el comercio. Éste espacio 
vacío, ocupado antes por la gónada, gradualmente se comienza a llenar con una sustancia 
de apariencia almidonosa llamada gl cogen°, la cual constituye la base para la formación 
posterior de huevos y espermas (Quayle, Op. cit., p. 6-7). 
2.2.3 Hábitos alimenticios. Como la ostra permanece inmóvil y se mantiene 
filtrando grandes cantidades de agua, debe captar cualquier tipo de alimento que le 
llegue del agua en que habita; sin embargo, puede seleccionar en cierto grado el 
alimento que ingiere, aunque no todo el alimento que ingiere es digerido (Quayle, 
1981). Éste alimento está representado por fitoplancton (principalmente diatomeas) 
y partículas orgánicas muy pequeñas entre 1 y 20 útn. Parece que aprovechan 
también materia orgánica en solución, detritus fino y microorganismos pequeños; 
sin embargo, no aprovechan todo en la digestión, de manera que muchas bacterias 
quedan acumuladas en las branquias y el sistema digestivo, con consecuencias 
problemáticas para el consumo humano (según varios autores). Para los procesos 
fisiológicos que requieren un aporte energético extra (como por ejemplo la 
gametogénesis), la mayoría de los moluscos recurren a la utilización de las reservas 
almacenadas, que normalmente están en forma de glicógeno; en caso de deficiencia 
de gucogeno, el animal recurre a las reservas de proteína (Cuña, Instalaciones en el 
criadero de moluscos, 1991, 5). 
2.2.4 Reproducción y desarrollo embrionario. La maduración de las ostras está 
relacionada con el crecimiento de los individuos y con el cambio ecológico del 
medio ambiente. (Wedler, El cultivo de la ostra (Crassosirea rhizophome Guilding) 
en el Caribe colombiano, Op. cit, p. 13). En los estuarios del caribe, la ostra 
"engorda", o sea, que sus gónadas crecen, se desarrollan y maduran, con el ascenso 
de la salinidad y temperatura, siendo el primero el factor más influyente. (Arias et 
al., Op. cit, p. 160). Una ostra desova bien como hembra o bien como macho en 
cualquier período, pero el sexo puede cambiar después del período de reproducción 
al año siguiente (hermafroditismo alternativo). Todo el contenido de las gónadas 
puede ser descargado de una vez o se puede descargar en cantidades pequeñas en un 
período extenso. El desove puede extenderse durante la mayor parte del año con 
momentos de apogeo, generalmente antes y después de las épocas de lluvias. 
(Quayle, Op. cii., p. 8). Primero comienzan algunos machos a expulsar esperma; el 
olor estimula a la población de los alrededores y toda la población comienza a 
desovar. Éste desove en grupo se presenta en muchos invertebrados marinos y es 
muy importante para la sobrevivencia de la especie, ya que se aumenta la posibilidad 
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de fecundación de los huevos y además existen de un momento a otro un enomie 
número de larvas en el agua, lo cual también aumenta la probabilidad de que un 
buen número de ellas alcance a huir de la predación y logren la fijación (Figura 4). 
Según las condiciones naturales puede ocurrir en un año hasta tres desoves en masa. 
Inmediatamente después del desove, los huevos y espermas se unen en el agua, 
dando lugar a una fecundación externa (Wedler, Ostricultura en la CGSM, Op. cit., 
p. 14). Los huevos maduros presentan forma de pera y tienen un tamaño entre 45 y 
55 pm y los espermas son mucho más pequeños y son muy activos (según varios 
autores). Una hembra puede poner hasta 170 millones de huevos (Bonilla, 1969) 
(Arias el al., Op. cit, p. 160); ésta cantidad depende del tamaño de la ostra y de la 
calidad del agua principalmente (Col!, Op. cit., p. 129). La segmentación y 
diferenciación de los huevos fertilizados o zigotos hasta el primer estado larval 
ocurre entre 5 y 9 horas, dependiendo de la temperatura del agua principalmente. La 
ostra atraviesa en su desarrollo larval por tres etapas (Figura 5). La primera larva se 
llama trocófora; ésta larva se mueve con la ayuda de cilios en el agua y se alimenta 
de vitelo; mide entre 30 y 60 um, dependiendo del lugar de origen de los adultos y 
de su vigor (según varios autores). La segunda larva es la véliger (también llamada 
larva "D"), que ya tiene conchas y se mueve con la ayuda de un anillo de cilios; el 
tiempo de aparición de la larva véliger es de 24 a 48 horas después de la 
fecundación; las conchas son frágiles y secretadas por la glándula de la concha al 
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final de la fase de trocófora; inicialmente mide entre 40 y 70 um y aumenta su 
tamaño en los días siguientes; se alimenta de microorganismos que escoge del 
seston. La véliger tiene dos formas: la primera etapa con concha de forma "D" y la 
segunda con un umbo formado. La última etapa larval es la pedivéliger; el umbo es 
bastante desarrollado y la larva presenta además del anillo de cilios, un pie que le 
permite moverse sobre un sustrato y es necesario para escoger el sitio de fijación. 
En éste estado la larva termina su fase planctónica en el agua y bajan al fondo para 
buscar el sustrato para dicha fijación, la cual se produce por medio de una sustancia 
adherente secretada por la glándula de cemento'To glándula pedal) que fija a la ostra 
sobre el sustrato para el resto de su vida; puede tener en éste momento un tamaño 
entre 300 y 500 um y presenta una coloración morada en sus valvas. La fase 
planctónica de las larvas demora entre 15 y 21 días aproximadamente, dependiendo 
de la temperatura del agua (según varios autores). El momento y el lugar de la 
fijación dependen de las condiciones ambientales de cada lugar; las larvas son 
atraídas por el olor de las ostras adultas; por eso forman poblaciones grandes, 
llegando a producir extensos bancos; las ostras adultas están generalmente cubiertas 
por ostras juveniles (Wedler, El cultivo de la ostra (Crassosírea rhizopho rae 
Guilding) en el Caribe colombiano, Op. cii., p. 17). La madurez sexual es alcanzada 
cuando la ostra tiene 2 a 4 meses, dependiendo de nuevo de las condiciones 
ecológicas de cada lugar. No existe dimorfismo sexual, pero muchas veces las 
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os/as más pequeñas (jóvenes) son en su mayoría machos, que después pueden 
cambiar a hembras (Frías, 1999, comunicación personal). 
2.3 CULTIVO DE LA ESPECIE 
2.3.1 Generalidades. El ostión de mangle es un producto de alto valor nutritivo, de 
gran agrado para el consumo y ha ocupado desde épocas primitivas un lugar 
importante en la dieta alimenticia de muchos pueblos pesqueros de América tropical. 
Actualmente ésta especie es cultivada en Cuba, Venezuela, Brasil, República 
Dominicana y Costa Rica. 
El cultivo de la especie se realiza aprovechando la producción natural de semillas, 
que son captadas o recogidas por medio de colectores, para su posterior engorde de 
éstos mismos colectores o traspasándolas a nuevos sistemas de cultivo, según el 
destino final en el mercado. 
Con el fm de aumentar el suministro de semilla para el cultivo y repoblar las zonas 
de producción natural de Crassostrea rhizophorae, ésta especie es actualmente 
cultivada en forma artificial, obteniendo de ésta manera semilla en laboratorio 
(según varios autores, modificado). 
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2.3.2 Sistemas de engorde. Para el cultivo de ostras se puede partir de semillas de 
pequeño tamaño recogidas en el fondo de los bancos naturales o instalando 
colectores en la zona intermareal a los que se fijan las larvas (Mas y Tiana, s.f, 37). 
Para la recolección de la semilla el cultivador debe escoger el momento preciso para 
poner sus colectores, el cual se puede determinar de tres maneras: 
Analizar el estado de madurez de las ostras. Esto puede hacerse tomando 
muestras mensuales de aproximadamente 50 ostras y haciendo un examen de 
conjunto en el que se observa el crecimiento de las gónadas o haciendo frotis de 
las mismas para observar al microscopio. 
Analizar las véliger en el plancton, si tienen umbo o son pedivéliger, a intervalos 
semanales para averiguar la ocurrencia de larvas de ostras. 
Colocar colectores de conchas viejas de ostras y/o tejas de asbesto-cemento 
(etemit) para detectar el momento que las larvas comienzan a fijarse en masa. Si 
éstos se colocan antes de tiempo, se llenan con hidroides, briozoos, balanos, etc., 
los cuales fijan mucho sedimento y no queda espacio para que las ostras se fijen 
(Wedler, Introducción a la acuacultura, Op. cit, p. 277). 
Los lugares de máxima fijación están determinados por una compleja serie de 
factores entre los que se destacan las corrientes, la amplitud de la marea, la 
temperatura y la concentración de fitoplancton (Mas y Tiana, Op. cit, p. 38). 
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Existen dos criterios para la selección de los colectores de semillas que se cuelgan 
en camastros: 
Se puede utilizar colectores de conchas frescas de la misma ostra, ya que todavía 
tienen el olor de los animales adultos, lo cual mejora su efecto comparado con 
colectores de conchas viejas. En éstos colectores se pueden dejar engordar las 
semillas hasta su tamaño comercial. 
También de puede trabajar con láminas de plástico, las cuales se pueden doblar 
quitando las semillas rápidamente con brocha y sin peligro para los pequeños y 
delicados bivalvos, cuando éstos tienen un tamaño de 1 a 2 cm, a partir del cual 
se pueden engordar en canastas o hamacas para obtener una ostra ideal en forma, 
tamaño y con un aspecto limpio. De ésta manera crecen muy limpias y son muy 
poco afectadas por perforadores (p.e. Polydora). Éstas ostras se destinan para un 
mercado de mejor precio y un consumo en su misma concha ("Half shell 
oyster"). 
Otra forma de producir la ostra en su concha para la venta es dejarla crecer en 
collares de conchas en suspensión, eliminando la mayoría de semillas fijadas en las 
conchas (pasándolas a otro sistema de cultivo si es posible o soltándolas en el agua) 
y dejando unas pocas en forma organizada de tal manera que no compitan por 
espacio durante la fase de engorde (Wedler, Introducción a la acuacultura, Op. cit, 
p. 278-279). 
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Por mucho tiempo se han usado las raíces y ramas demasiado ramificadas del 
mangle rojo Rhizophorae mangle, las cuales deben sumergirse rápidamente en el 
agua para evitar que se pierda efectividad como colector de semilla. Una vez 
cortadas se les amarra una cuerda en la parte superior para colgarlas de la estación. 
Éstos colectores presentan muchas ventajas por su bajo costo y alto rendimiento en 
las épocas de mayor producción de semillas llegando a colectar hasta 300 semillas 
por colector (Arias el al., Op. en., p. 180-181). Sin embargo, la práctica de éste 
método ha traído como consecuencia palle de la disminución de la extensión de los 
bosques de manglar en varios sistemas costeros, por lo cual ésta se ha reducido y se 
ha reemplazado en algunos lugares por la utilización de colectores construidos con 
alambre de aluminio, que simulan la forma de las ramas y raíces del mangle (Frías, 
1999, comunicación personal). 
2.3.3 Producción artificial de semilla. Ante la progresiva desaparición de bancos 
naturales de ostras, se ha empezado a aplicar técnicas de reproducción y cría de 
larvas de ostras en cautiverio, que se llevan a cabo en instalaciones generalmente 
llamadas "Hatcheiy". Para alcanzar un óptimo funcionamiento de un laboratorio de 
larvicultura o Hatchery de moluscos bivalvos es necesario considerar tres aspectos 
importantes (Helm, 1983): 
Disponer de cantidades suficientes de especies de microalgas con alto valor 
nutritivo. 
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nas Q011. 
P‘ibrICA Garantizar un continuo suministro de reproductores en 
físicas para producir larvas de buena calidad. 
Disponer de una óptima calidad de agua para larv-icultura, de tarTofne;a que 
favorezca el crecimiento y desarrollo normal de las larva, cuando los demás 
factores bióticos y abióticos se encuentran en sus niveles apropiados (Gomes, 
Op. cit., p. 69-70). 
2.3.3.1 Cultivo de microalgas. Las microalgas son consideradas como el mejor 
alimento vivo para moluscos filtradores como las ostras, debido a sus 
concentraciones de proteínas, ácidos grasos y carbohidratos. La producción de éstas 
pequeñas células vegetales, en éste caso marinas, en cantidades suficientes para la 
alimentación directa o indirecta de larvas yio para el mantenimiento de una buena 
calidad de agua en los tanques de cultivo (reduciendo la concentración de 
compuestos nitrogenados y elevando el nivel de oxígeno) es indispensable para el 
desarrollo de la mayor parte de los laboratorios de larvicultura. Éste proceso implica 
una rutina que dependerá del método usado, de las necesidades de la especie a 
alimentar y de la demanda de microalgas. Ésta es la parte más dispendiosa en el 
cultivo de larvas, ya que requiere de disponibilidad de espacio, trabajo intensivo 
(Shavv-, 1979; Palmer el al., 1975) y asepsia rigurosa (Gomes, Ibia"., p. 9). Las 
microalgas a cultivar se eligen con base en tres importantes criterios: el valor 
nutritivo, la facilidad para su cultivo y el tamaño apropiado (Arias el al., Op. cit., p. 
171). 
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2.3.3.1.1 Tipos de cultivo. Los cultivos de microalgas pueden ser clasificados 
según el contenido de bacterias y/o algas de la siguiente manera: 
Cultivo axénico: cultivo unialgal puro (una sola especie), sin bacterias. 
Normalmente es usado para trabajos experimentales (bioensayos) cuando se 
necesita una pequeña demanda de microalgas. 
Cultivo xénico: cultivo unialgal con bacterias. Las bacterias necesitan ser 
controladas para no causar daños a los cultivos. Es usado en acuicultura, 
alimentación humana, etc., donde la demanda de microalgas es grande. 
Cultivo mixto: cultivo polialgal (varias especies) con bacterias. Es usado 
como ración en la alimentación de animales herbívoros en general (Gomes, Op. 
cit, p. 10). 
2.3.3.1.2 Variedades de cultivo. Entre los principales tenemos los siguientes: 
Cultivo "Batch": esta técnica implica el aumento gradual de los recipientes en 
grandes cantidades, mientras la producción no es estable; la calidad de las 
condiciones y la idea del cultivo pueden cambiar cada día. Es el método más 
simple y cómodo. 
Cultivos semicontinuos: cuando el cultivo tiene una fase de crecimiento 
exponencial, cierto volumen es retirado periódicamente y reponiéndose la misma 
cantidad con medio de cultivo. Las microalgas se multiplican rápido, 
alcanzando normalmente en 24 horas la densidad anterior (esto cuando se retira 
cerca de 1/4 
 del volumen total) debido a la alta concentración del inóculo. 
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e) Cultivo continuo: implica un proceso de salida del cultivo para la alimentación 
y entrada de medio esterilizado al recipiente del medio de cultivo. Éste tipo de 
cultivo parece ser empleado generalmente en laboratorios de acuicultura, 
especialmente en establecimientos que necesitan grandes y constantes cantidades 
de microalgas para larvicultura y/o mantenimiento de juveniles y adultos. Éste 
cultivo se puede realizar en sacos plásticos que proporcionan gran economía y 
espacio libre, en recipientes de 80 litros y en tanques externos de gran volumen 
(Gomes, Ibid., p. 10-11). 
2.3.3.1.3 Especies cultivadas. Según Guillard (1975) la mayoría de las especies 
cultivadas pertenecen a seis clases a saber: 
BACILLARIOPHYCEAE - Diatomáceas írhalassiosira sp., Chaetocero.s .sp., 
Skeletonema) 
HAPTOPHYCEAE - Flageladas marrón-pardas asochrysis sp., Monnochrysis 
sp.) 
CHLOROPHYCEAE - Algas verdes (Nannochloris sp., Chlorella sp., Duna//ella 
sp.} 
CHRYSOPHYCEAE - Flageladas marrón-pardas (similar a Haptophyceae) 
PRASINOPHYCEAE - Algas verdosas (Tretaselmis sp., Pyrosnimonas sp.} 
CHYPTOPHYCEAE - Flageladas {Chroomonas sp.} 
(Gomes, 1986, 12-13). 
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De las especies anteriormente mencionadas las más cultivadas a nivel mundial son 
(Tabla 1): 
Tabla 1. Especies de microalgas escogidas para cultivo. 
ESPECIES TAMANO (pm) 
Thalassiosira pseudonana (Hasle & Heimdal) 1,8 a 3 
Nannochloris oculata (Butcher) 2 a 3 
Isochlysis galbana (Parke) 2 a 7 
Chaetoceros calcitrans (Paulsen) 3 a 8 
Tetraselmis chuii (Butcher) 10 a 12 
Fuente: Gomes, 1986. En: Cultivo de crustáceos e moluscos. 
Éstas microalgas presentan las siguientes características: 
Nannochloris sp. (Figura 6): es una pequeña alga cocal de 2 a 6 um de diámetro 
y sin movimiento. Son células redondeadas o elipsoidales con terminaciones 
redondeadas, de color verdoso amarillo, sin flagelos y con pared celular lisa 
transparente (Turner y Gowen, 1984). Ésta especie es euritérmica, eurihalina y 
fácilmente adaptable a condiciones ambientales, evidenciado por su dominancia 
en cultivos al exterior. Su máxima tasa de crecimiento se encuentra entre 
salinidades de 10 a 20%0. Theilacker y McMaster (1971) reportan altas 
densidades a 33%0. Debido a su pequeño diámetro algunos autores condicionan 
su valor alimenticio a las altas densidades. Se ha probado que es un alimento 
confiable para productores secundarios como rotíferos (Brachionus sp.), 
copépodos (Euritermora sp.) y ostiones (Crassostrea sp.) (Witt et al., 1981). 
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Su rápida adaptabilidad, tasa de crecimiento y valor nutritivo sitúa a 
como productor primario aceptable en granjas de acuacultura. 
Tetraselmis suecica (Figura 6): es un alga comprimida elipsoidal con el 
extremo posterior agudo y el extremo anterior de 4 lóbulos. Tiene de 7 a 9 um 
de diámetro y 10 a 16 iam de largo, y un color verde brillante con 4 flagelos 
móviles. Es una especie eurihalina, con capacidad de formar esporas cuyos 
limites de tolerancia a variables fisicas son muy amplios. Posee una pared 
celular muy delgada formada principalmente de carbohidratos (Padilla, 1975), a 
lo que Epifanio (1979) atribuye su lenta digestibilidad al compararla con 
Isochrysis galbana. Ésta microalga crece bien en el rango de temperatura entre 
18 a 22°C, a pH de 7,5 a 8 y salinidad de 25 a 30%0. Por éstas razones, es una 
especie de considerable potencial para cultivar a gran escala. Se considera una 
especie de buen valor alimenticio para larvas, semillas y adultos de bivalvos 
(Laing y Helm, 1981). También ha resultado ser nutritiva para larvas de peces, 
crustáceos y microhervíboros. 
Isochrysis galbana Parke (Figura 6): son células de 6 a 8 1.tm de tamaño y 
flagelos móviles. Su órgano más importante es el haptoma circundado por 
pequeños relieves. Es un flagelado de color amarillo que habita en climas 
templados. Se conoce también como Isochrysis "Tahití" (Laing, 1985), su 
crecimiento óptimo se encuentra a una temperatura de varía de 16 a 20°C, a una 
salinidad de 25 a 28%0 y una iluminación de 4000 lux. Debido a su tamaño y a 
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Figura 6. Especies de microalgas cultivadas para la producción de semillas de 
ostras. Según varios autores, modificado. 
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que es un flagelado desnudo es fácilmente digerible por los consumidores. Con un 
alto valor nutritivo, la sitúan como la especie más importante para la 
alimentación de bivalvos marinos (Laing y Utting, 1980; Fabregas et al., 1985), 
(Romberger y Epifanio, 1981). (Bückle el al., 1986, 74-83). 
2.3.3.1.4 Condiciones para un óptimo desarrollo de los cultivos. Para mantener 
un cultivo de microalgas en buenas condiciones se requiere tener en cuenta las 
siguientes condiciones: 
a) Asepsia: el mantenimiento de máxima asepsia es un factor fundamental para la 
producción de microalgas, sobre todo en las fases iniciales del cultivo. Todos los 
cultivos fitoplanctónicos están sujetos a contaminación con bacterias, 
protozoarios, hongos y virus, pudiendo perjudicar a sus consumidores. Por lo 
tanto, es necesario una rigurosa esterilización del personal y de todo el material 
utilizado (vidriería, estantes, bancos, etc.), basado en las técnicas 
microbiológicas. El material de limpieza y la vidriería deben ser específicos para 
cada tarea, así como cualquier otro material empleado (piedras y tubos de 
aireación, baldes, mangueras, etc.), para tanques y/o botellones. Existen muchos 
métodos diferentes y eficaces de limpieza y esterilización del material, siendo 
para la vidriería, la esterilización en autoclave la más difundida e indicada. Régo 
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(1976) y González Rodríguez (1983), describieron la siguiente metodología para 
la esterilización: 
Remover todas las marcas e inscripciones en la vidriería. 
Lavar con detergente o jabón neutro usando escobillas. 
Enjuagar con agua fría. 
Dejar en reposo en solución de HCL al 20% ó HNO3 al 10% durante 24 horas. 
Enjuagar 3 veces con agua fría. 
Enjuagar 2 veces con agua destilada o desionizada. 
Secar en estufa, utilizando bandejas y/o recipientes metálicos para pequeñas 
vidrierías. 
Etiquetar. 
Esterilizar en autoclaves a 120°C durante 30 minutos, chequeando la válvula 
después que la temperatura alcanza los 110°C. 
Las tapas de los tubos de ensayo deben ser sometidas a un tratamiento diferente, 
a través de lavados con agua destilada o desionizada y agua hirviendo. 
b) Temperatura: la respuesta a diferentes temperaturas varía entre las especies y 
entre cepas de la misma especie debido a diferencias genéticas, iluminación, 
aclimatación, circunstancias nutricionales, sitio de origen, etc. La temperatura 
influye como en todos los organismos en el crecimiento algal, siendo éste 
acelerado cuando aumenta la temperatura (Freitas el al., s.d.). En general, todas 
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las especies fitoplanctónicas de importancia comercial crecen entre 16 y 24°C 
(Guillard, 1975). Las especies tropicales soportan temperaturas más altas, 
asimismo, el control térmico es esencial para un buen rendimiento, 
principalmente en las primeras fases del cultivo. El medio de control más 
difundido es el aire acondicionado, pero se debe tener cuidado con la 
homogenización del aire, utilizando ventilador o circulador de aire, para evitar la 
formación de bolsas de aire caliente. Para especies tropicales, la temperatura de 
la sala de cultivo puede ser regulada en 23°C. 
c) Iluminación: ésta tal vez sea la parte más contradictoria y una de las más 
importantes para el cultivo fitoplanctónico. El fotoperiodo y la intensidad de luz 
son importantes, y a veces limitante, más una gran variedad de lámparas y 
técnicas han sido utilizadas con resultados satisfactorios. Las lámparas 
fluorescentes "blanca fría" y "luz de día" son más comunes, y en muchos casos, 
una u otra son usadas conjuntamente con las lámparas "Grow-lux", diseñadas 
para suplir las necesidades fotosintéticas de los vegetales. De acuerdo con Laing 
& Helm (1981), se puede obtener un rendimiento de producción superior al 49%, 
elevando la intensidad luminosa de 7,6 a 10,8 mW.cm
-2 con Tetraselm s suecica 
y afirman también que los resultados compensan el gasto energético (Gomes, 
1986, 18-19). Las microalgas que crecen lentamente prefieren luz débil (200 
lux), mientras que las de crecimiento rápido necesitan más luz (15000 lux) 
(Eppley y Dyer, 1965; Shelef et al., 1968). El período de exposición a la luz 
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puede ser continuo (luz artificial) o bien periódico (luz artificial o ciclo natural 
día-noche). La luz natural es la única alternativa económica cuando se trata de 
cultivos a gran escala (Algeus, 1951; Hellebust, 1970; Eppley el al., 1967; 
Brodyy & brody, 1962; Brown y Richarson, 1968) (Coll, Op. cit., p. 334-336). 
d) Aireación, CO2 
 y pH: la necesidad de agitación de un cultivo depende de varios 
factores, como la especie cultivada, densidad celular, recipiente y medio de 
cultivo utilizado (Ukeles, 1976). El método más común de agitación es la 
aireación, que tiene la finalidad de homogenizar los nutrientes y las células, 
permitiéndoles recibir luz en la misma proporción, además de evitar que se 
sedimenten y/o se agrupen en las paredes de los recipientes, afectando la 
recepción de luz, lo que puede llevar a la pérdida del cultivo. Los cultivos 
inferiores a un litro que no precisan ser aireados, basta con darles una simple 
agitada con la mano, una o dos veces por día (Guillard, 1975; Le Borgne el al., 
1978). El aire común posee cerca de 0,03% de CO2, lo cual puede ser 
insuficiente para el cultivo, por ello es importante fortalecerlo con una 
concentración de 1 a 5% de CO2 
 para aumentar la producción (Gomes, Op. cit., 
p. 20). El pH óptimo del medio de cultivo para el crecimiento de microalgas, 
depende de la especie y suele estar comprendido entre 7 y 9 (Ukeles, 1976). Los 
métodos que se utilizan para controlar el pH de los medios de cultivo incluyen: 
aireación con aire/CO2 
 , adición de productos químicos y uso de tampones. 
Generalmente, se usa el sistema carbonato-bicarbonato como tampón, ya que 
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además permite un control amplio del pH mediante variaciones en la proporción 
del CO2 con que se airea el cultivo. La fotosíntesis provoca un aumento de pH 
que se ha de contrarrestar aumentando el CO2 , sin embargo, en la oscuridad el 
metabolismo de las células reduce el pH, por lo que se ha de disminuir la 
cantidad de CO2 adicionado a los cultivos (Brewer y Goldman, 1976; Fogg, 
1975) (Coll, Op. cit, p. 337). 
e) Salinidad: en general, se puede afirmar que las microalgas se adaptan bien y 
toleran un amplio rango de salinidad. Más aún ha sido comprobado que cada 
especie tiene su propio rango de salinidad (o pequeño rango) óptima de 
crecimiento. Normalmente para especies marinas éste rango se encuentra entre 
20 y 30%o. Para Isochrysis galbana y Tetraselmis suecica, Laing & Utting 
(1988) aconsejan un rango entre 25 y 28%0. La resistencia de las especies a las 
variaciones de la salinidad está relacionada con la concentración de iones 
internos. Se deben mantener salinidades semejantes a los tanques de larvicultura 
a donde serán suministradas (Gomes, Op. cit., p. 21). La salinidad, al igual que 
las demás variables físicas puede afectar la composición y, por lo tanto su valor 
nutritivo (Mc Lachlan, 1961; Craigle, 1969) (Coll, Op. cit., p. 337). 
Todos éstos factores no son independientes sino que se incluyen mutuamente; así el 
crecimiento a una determinada temperatura depende de la iluminación, la salinidad, 
del pH, entre otras variables. Esto hace que el proceso de optimización de las 
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variables de cultivo de una especie sea un estudio complejo (Maddux y Jones, 1964; 
Jogensen, 1970; Smayda, 1969; Yanase e Imai, 1968; Grant, 1968; Grant y Turner, 
1969; Shelef, 1968; Goldman y Ryther, 1975). (Coll, Ihid, p. 337). 
O Agua: para los cultivos de algas marinas microscópicas, el agua de mar debe ser 
filtrada y esterilizada, para prevenir contaminación. El uso de agua de mar 
artificial para cultivos a gran escala es muchas veces no viable debido al alto 
costo. El proceso de filtración, que depende de la calidad del sitio escogido para 
el proyecto puede ser iniciado con un filtro biológico y/o de arena y a 
continuación, pasar el agua por una serie de filtros de cartuchos de 10 y 5 um, o 
por un filtro de diatomeas, de presión al vacío, para la eliminación de partículas 
mayores que 0,1 um (Spotte, 1970; Muir, 1976; Ukeles, 1976; Wheaton, 1977; 
Col!, 1983). Finalmente es aconsejable un esterilizador de luz ultravioleta. Para 
los inóculos y cultivos stock, se debe hacer una filtración en filtro "Millipore" de 
0,45 um y una esterilización en autoclave a 120°C durante 30 minutos. Los 
volúmenes intermedios deben ser esterilizados solamente en autoclave. Para los 
tanques de cultivo en masa el agua puede ser utilizada directamente después de 
la esterilización. (Gomes, Op. cit., p. 21-22). Una manera más práctica de 
esterilizar el agua de mar para cultivos intermedios de 1 y 2 litros y recipientes 
de 4 litros, es usar cloro comercial a 5,25%, en una concentración de 50 mg/1 
(ppm) con aireación continua durante una hora y luego neutralizando el cloro con 
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igual concentración de tiosulfato de sodio durante una hora más. (Alarcón y 
Yukihira, 1987, 21). 
g) Medios de cultivo: actualmente son utilizados diversos medios en los que se 
puede utilizar desde agua de mar enriquecida hasta agua de mar sintética, 
encontrándose también variaciones de acuerdo a los autores, laboratorios, 
especies cultivadas (González Rodríguez, 1983) y su elección depende de las 
necesidades y posibilidades del cultivador (Tabla 2). Con relación a los factores 
nutricionales, las microalgas necesitan de minerales (macronutrientes: C, H, O, 
N, P, K, K y Mg; micronutrientes: Fe, Cu, Mn, Mo, B, V. Zn, Cl, Ca, Co, Si y 
Na), vitaminas (B12, Biotina, Tiamina), CO2 (Coll, 1983). (Gomes, Op. cit., p. 
23) y otros compuestos varios ( silicatos para diatomeas, agentes quelantes para 
eliminar toxicidades, antibióticos para reducir la posible contaminación 
bacteriana, tampones para mantener el pH, extractos de órganos o de suelos 
como fuentes de vitaminas y minerales respectivamente, etc.) (Coll, Op. cit., p. 
349). El tipo de medio a utilizar se escoge de acuerdo a las necesidades propias 
de cada cultivador (Martínez y Torres, 1995, 49). 
2.3.3.1.5 Metodología y técnicas de cultivo. Es importante ajustar la producción 
fitoplanctónica a las necesidades del cultivo, teniendo en cuenta el tiempo de 
crecimiento de cada cultivo. Si el cultivo no es usado en los días previstos, es 
aconsejable que se descarte, así no esté completamente degenerado, pues, además de 
destruirse su valor nutritivo, también puede intoxicar a los consumidores (Le 
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Borgne, 1958). El tamaño, la forma y la coloración de las células también varía de 
acuerdo a las condiciones del cultivo. 
Tabla 2. Composición de tres medios de enriquecimiento de agua de mar para 
cultivo de tnicroalgas marinas 
Componentes Erdscreiber 
(1937) 
Conwy "fa" (1975) 
MACRONUTRIENTES 
NO3Na 40 100 75 Nitratos 
NO3K 
PO4H2Na 4 20 5 Fosfatos 
PO4HK2 
MICRONUTRIENTES 
Cl3Fe 1,3 3,15 
EDTA-Fe 
CL2Mn 0,36 0,18 
SO4Mn 
C12Co 20 0,01 
C12Zn 21 
SO4Co 
SO4Zn 0,022 
SO4Cu 0,01 
(NH4)5Mo7024.4H20 0,9 
MoO4Na2 0,006 
BO3H3  33,6 
VITAMINAS 
B12 0,05 0,5 
Biotina 0,5 
Tiamina 1 0,1 
VARIOS 
SiO3Na2 8 4 15 a 30 Silicatos 
EDTA Na2 45 4,36 Agentes quelantes 
TRIS Tampones extr. 
Extracto de suelo 200 
Agua destilada (m1) 200 1000 
Agua de mar (m1) 1000 
Las cantidades de los medios Erdscreiber y Conwy están expresadas en g y las del medio 
"0" (Guillard y Ryther, 1975) en mg. Para preparar un litro de agua de mar enriquecida 
con nutrientes se adicionan las siguientes cantidades: medio Erdscreiber: 50 ml de solución 
de extracto de suelo y 1 ml de las soluciones de nitratos, fosfatos y silicatos; medio 
Conwy: 1 ml de macronutrientes, 1 ml de micronutrientes, o,1 ml de vitaminas y 2 ml de 
silicatos y el medio "f/2": 1 ml de macronutrietes, 1 ml de micronutrientes, 1 ml de 
vitaminas y 2 ml de silicatos. Los silicatos se utilizan para el cultivo de diatomeas. Fuente: 
varios autores, modificado. 
En general existen tres etapas en el cultivo algal: 
Mantenimiento de stock de cultivos. 
Crecimiento de cultivos iniciadores. 
Crecimiento de cultivos en masa o de gran volumen. 
Los stocks de cultivos son mantenidos en tubos de ensayo, con el objetivo tanto del 
mantenimiento de especies fitoplanctónicas como el punto de partida del cultivo en 
masa. Los tubos de ensayo deben ser tapados con algodón y gasa, o de preferencia 
con tapas de rosca, siendo que éstas no deben ser enroscadas completamente para 
permitir una ligera traza gaseosa. A partir de éstos tubos, el cultivo se continúa 
haciendo inoculaciones sucesivas con aumento de volúmenes y cambio de 
recipientes, de acuerdo a las necesidades del cultivo (Figura 7). El procedimiento 
consiste en reproducir en forma escalonada la especie de alga seleccionada, con el 
fin de mantener la pureza y vigor de la cepa, inoculando los tubos de ensayo en 
erlenmeyers o frascos de vidrio de 20 a 250 ml, los cuales pueden ser posteriormente 
inoculados en erlenmeyers de I o 2 litros o recipientes de 1 a 10 litros y éstos en 
recipientes de mayor tamaño como bolsas plásticas de 15 a 400 litros o tanques 
(plásticos o de fibra de vidrio) y otros recipientes de 100 litros en adelante. El 
tiempo de cultivo en cada recipiente para alcanzar la densidad de células apropiada 
depende de nuevo de las condiciones particulares de cada cultivo, y ésta se debe 
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3000 ml 
500 ml 
100 ml 
5 días 
10 11 
2 ml 50 ml 
250 ml 
3-4  
1000 ml 2000 m 
DÍAS
l 20 LITROS 
250 LITROS 
N 
220 LITROS 
3-4 DÍAS 
100 LITROS 
TUBOS RESERVA 
Figura 7. Proceso de producción de fitoplancton propuesto para un laboratorio de larvicultura. Tomado de Gomes, 1986. 
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mantener en un rango aproximado de 7-20 x 106 
 células/ml. Las condiciones de 
trabajo en laboratorio deben mantenerse en absoluta asepsia (según varios autores). 
2.3.3.1.6 Seguimiento del crecimiento celular. La densidad celular es 
inversamente proporcional al volumen. Para seguir el desarrollo del cultivo se debe 
determinar cada día la concentración celular. En general, se pueden utilizar para 
ésta finalidad los siguientes métodos: 
a) Conteo del número de células en cámaras especiales (Neubauer) en microscopio. 
Es el método más difundido y económico. Las células se cuentan con 
hematocitómetros, de los cuales existen de diferentes marcas y características: 
Hematocitómetro de 0,1 mm de profundidad: recomendado para contar algas 
pequeñas (5 a 30 nm) y cultivos que lleguen a una densidad de 5 x 104-106 
cel/ml. Tienen dos cámaras, cada una con 9 cuadrados de 1 mm de lado ( los 
cuadrados están a su vez subdivididos). El volumen total en ambas cámaras ( 18 
cuadrados) es de 0,0018 ml. Se recomiendan los objetivos de 10 y 20 X. 
Hematocitómetro de 0,2 mm de profundidad: pueden existir en diferentes tipos. 
Con ellos se pueden contar células con 5 a 75 nm de tamaño y cultivos con 
densidades entre 103 a 105 
 cel/ml. Cada cámara tiene 16 cuadrados con 1 mm de 
lado ( cada mm está subdividido en 16 cuadrados). Los registros pueden hacerse 
al microscopio con los objetivos de 10 y 20 X (Guillard, 1973). 
68 
Cuantificación celular: 
Una vez diluida y homogenizada la muestra, se succiona de la parte media del 
tubo de ensayo con una pipeta Pasteur. 
Las cámaras del hematocitómetro con su cubreobjetos encima se llenan con la 
pipeta Pasteur, haciendo un ángulo de 450 
 con respecto al plano horizontal. 
Se coloca el hematocitómetro en la placa de barrido del microscopio. 
Se realiza el registro observando las células al microscopio. Las áreas contadas 
dependerán de las características del hematocitómetro. Si el hematocitómetro es 
de 0,1 mm de profundidad se deben contar las células del cuadrado central (25 
subdivisiones). Si es de 0,2 mm de profundidad se cuentan las células de los 4 
cuadrados de los extremos y las den centro ( 16 subdivisiones) de una cámara. 
Cálculo para el hematocitómetro de 0,1 mm de profundidad: 
D =(F + FD + M) x C x 10 x 1000 cel/m1 
Donde: 
D = densidad del cultivo 
F = fijador (m1) 
FD = factor de dilución (m1) 
FD = ry =  Vohímen fina/de la muestra (m1)  
Vi Volúmen inicial de la muestra (m1) 
M = mililitros de la muestra utilizados 
C = número de células promedio contadas 
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10 = factor de multiplicación debido a la profundidad del hematocitómetro 
1000 = valor para convertir a ml 
Cálculo para el hematocitómetro de 0,2 mm de profundidad: 
D = (F + FD + M) x C x 10 x 1000 cel/ml 
Donde: 
C = número de células de la cuantificación de los 5 cuadrados de cada cámara. Si se 
cuentan varias cámaras, se debe calcular un promedio del número de cámaras 
contadas. 
Si se usa como fijador Lugol o Utermóhl no es necesario hacer correcciones para 
incrementos de volumen, así que "F" no se utiliza. (Buckle, 1986; 34, 37-38). 
Cálculo de la densidad óptica en fotocolorímetro. 
Determinación del número de células en contador de partículas tipo "Coulter-
counter". (Gomes, Op. cit, p. 36-37). 
2.3.3.1.7 Fases de crecimiento. A través de los conteos diarios del nivel celular se 
puede trazar una curva de crecimiento. La forma de ésta curva puede variar con las 
condiciones del cultivo y la especies cultivadas (Gargas & Pedersen, 1974). Con 
éste procedimiento puede ser escogido el mejor momento para repicar e inocular las 
microalgas. En principio se puede dividir ésta curva en 5 fases fisiológicas: 
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Fase de inducción o lag: representa la fase fisiológica joven del cultivo. No hay 
división celular. Las algas se encuentran en adaptación al ambiente, 
permaneciendo con un número (n) de células constantes. 
Fase de crecimiento exponencial o log: después de la adaptación se inicia la fase 
de multiplicación celular, donde el número de microalgas aumenta en progresión 
geométrica. Todos los cultivos deben ser mantenidos en éste estado, tanto para 
la inoculación de nuevos cultivos como para la alimentación. 
Fase de reducción de crecimiento: algunos nutrientes comienzan a escasear y el 
ambiente es menos favorable para el desarrollo. La tasa de producción 
disminuye. 
Fase estacionaria: células suficientemente numerosas para el medio que se 
encuentra agotado o casi agotado de todos los nutrientes. El número de células 
permanece estable. 
Fase de muerte del cultivo: las condiciones nutricionales del cultivo son tan 
desfavorables que la muerte y la lisis de las células predominan sobre el 
crecimiento. (Gomes, Ibid., p. 37-39). 
2.3.3.2 Obtención y manejo de los reproductores. La obtención de reproductores 
en buen estado de desarrollo gonadal es de primordial importancia, ya que su origen 
tiene influencia directa sobre la calidad de las larvas producidas (Walne, sf, 50). 
Las ostras que maduran en el medio natural siempre producen gónadas de mayor 
calidad, a diferencia de las que desarrollan éste proceso en el laboratorio, debido a la 
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mayor variedad de alimento presente en las condiciones naturales (Arias et al., Op. 
cit., p. 165). Se deben escoger ejemplares juveniles, entre 1 y 2 arios, de crecimiento 
rápido y libres de enfermedades (Curia el al., Cultivo de bivalvos en criadero, 1991, 
7). Por otra parte, para asegurar una producción continua de larvas es necesario 
renovar periódicamente una parte de los reproductores (aproximadamente 1/3 cada 
mes) y no mantener los mismos por más de 60 días según la época del ario, en las 
instalaciones de acondicionamiento, ya que la duración del acondicionamiento varía 
desde unos pocos días a 30-40 días (Curia el al., 'bid., p. 10). 
2.3.3.2.1 Maduración en el medio natural. Se deben conocer las épocas de 
maduración gonadal a través de estudios anuales (recolectas mensuales de plancton, 
índice o factor de condición y/o estudios ecológicos) para conocer las fluctuaciones 
naturales (Gomes, Op. cit., p. 71). Los reproductores pueden provenir de bancos u 
otros crecimientos naturales y/o de cultivos. En caso de que los sitios de recolección 
queden alejados del laboratorio, los reproductores pueden transportarse a bajas 
temperaturas, alrededor de los 5°C fuera del agua, puesto que las ostras se encierran 
cuando las condiciones son adversas y así pueden resistir horas, e incluso días (Coll, 
Op. cit., p. 127); sin embargo, se recomienda que éste tiempo no exceda las 12 
horas, para evitar así el estrés de las ostras. El transporte se puede realizar también a 
temperatura ambiente, pero en sombra con tal de mantener las ostras frescas (Frías, 
1999, comunicación personal). Al llegar al laboratorio necesitan de una limpieza 
cuidadosa. Una vez seleccionadas se lavan con agua dulce o e mar. Las ostras y los 
72 
pectínidos suelen tener adheridos a sus valvas un gran número de epibiontes; 
sobretodo en ejemplares provenientes de batea (balsa flotante), que entorpecen y 
ensucian los cultivos. Por lo tanto, es conveniente raspar la concha, procurando no 
dañarla, utilizando cuchillo o cepillo metálico (Cuña et al., Op. cit., p. 7). Es 
aconsejable usar reproductores provenientes de diferentes fuentes, ya que pare 
indudable que la potencia reproductora y el vigor de las larvas varía 
considerablemente de una vez a otra y además existen marcadas diferencias en la 
capacidad de desove de las distintas poblaciones (Walne, Op. cit., p. 50, 73). La 
inducción se realiza enseguida de ser limpiados los reproductores; si esto no es 
posible, se mantienen los reproductores a temperaturas entre 18 y 25°C para evitar 
desoves espontáneos antes de la inducción (según varios autores). 
2.3.3.2.2 Maduración en el laboratorio. Para que no ocurran pérdidas en la 
producción en épocas fuera del período de reproducción natural, se hace necesario el 
acondicionamiento de ejemplares, donde parámetros como la alimentación y la 
temperatura del agua, son controlados para la plena evolución de las gónadas o 
prolongación de la época de desove (Gomes, Op. cit., p. 72). Para maximizar la 
proporción de gametos viables y la sobrevivencia larval, es aconsejable el cruce de 
individuos en estado de desarrollo óptimos, como también el tiempo de 
acondicionamiento correcto, basado en el índice o factor de condición ( FC o K) de 
una muestra de la población (Walne, 1970). El cruce antes o después de éste 
período implica una reducción en la tasa de fijación (Lannan, 1980; Lannan et al., 
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1980). Es importante el cruce selectivo, escogiendo animales de crecimiento más 
rápido, mejor forma y tamaño de la concha, resistencia a enfermedades, adaptación 
a condiciones adversas, mayor contenido de glucógeno, viéndose principalmente la 
obtención de ostras capaces de reproducirse durante todo el año (Loosanoff & 
Davis, 1963; Poole, s.f.; Anónimo, 1982) (Gomes, lbid., p. 71). El factor de 
condición se utiliza para conocer el grado de engorde de la ostra. Existen dos 
aspectos fundamentales que hacen que el factor de condición cambie: 
Estado de maduración; una ostra madura (gorda) pesa más que una ostra con 
gónadas poco desarrolladas (flaca). 
El estado de alimentación: una ostra bien alimentada en estuario trasladada al 
mar donde encuentra menos alimento, baja en su factor de condición. Los 
valores de FC se obtienen a partir de la fórmula: 
Peso seco medio de carne (g)  FC = x 1000 Volumen total (m1)- volumen int erno de las conchas (m1) 
Para obtener valores más exactos se debe trabajar con más de 30 ostras y sacar el 
promedio. La carne se seca en una estufa u horno a una temperatura de 95°C 
aproximadamente (Arias et al., Op. cit., p. 198-199). Wilson (1981), registra los 
siguientes datos acerca del factor de condición: 
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FACTOR DE CONDICION CUALIDAD 
70 Muy pobre 
80 Magra o flaca 
90 Razonablemente buena 
100 Buena calidad 
110 Muy buena 
120 Excepcional  
Además del factor de condición se debe hacer un examen o análisis macroscópico 
(visual) para la observación del crecimiento de la gónada y un análisis microscópico 
para la determinación del sexo y estado de desarrollo de los gametos. Según Nikolic 
y Soroa (1968) y Nikolic y Boffil (1971) los estados de madurez de las ostras se 
clasifican de la siguiente manera: 
Estado I: total indiferenciación de la gónada, la cual es translúcida, de color 
grisáceo verdoso o amarillento claro. La ostra parece magra y como llena de 
agua. La gónada está vacía o "virgen". 
Estado II: se observa cierta diferenciación de la gónada en su parte anterior, por 
lo cual cubre una parte menor de la masa visceral, y tiene color blanco hasta 
marfil. 
Estado III: la gónada cubre las 2/3 partes de la masa visceral y tiene color 
marfil. Su volumen ha aumentado considerablemente, pero los gametos no salen 
del poro genital, aún cuando se aplique presión sobre la misma. La gónada se 
encuentra en proceso de maduración. 
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Estado IV: la gónada alcanza su máximo desarrollo cubriendo toda la masa 
visceral y tiene color marfil viejo; los gonoductos son visibles y los gametos 
salen por el poro genital bajo leve presión. 
Estado V: gónada totalmente flácida. La parte anterior es nuevamente 
traslúcida. Al presionarla se pueden obtener muy pocos gametos; hay cambio de 
color hacia tono gris. La gónada se encuentra en la fase de inactividad sexual y 
regeneración (Arias et aL, Ibid., p. 160-161). 
A través del frotis de las gónadas y su posterior análisis al microscopio, se pueden 
observar las características de los gametos. En estado IV los machos deben 
presentar espermatozoides muy activos de 3 Rm de tamaño aproximadamente, y las 
hembras huevos en forma de pera entre 45 y 65-70 Rm. El análisis de las gónadas 
también se puede realizar por medio de pruebas químicas del contenido de 
glucógeno (según varios autores). 
Si es necesario, como prevención los reproductores deben pasar por cuidadosos 
períodos de cuarentena para evitar que se introduzcan enfermedades, competidores 
y/o predadores exógenos (Gomes, Op. cit., p. 72). Para tener éxito en la maduración 
en el laboratorio, es apropiado trabajar con ejemplares que hayan efectuado su 
período de preacondicionamiento (acumulación de sustancias de reserva) en el 
medio natural (Arias et al., Op. cit., p. 165), de lo contrario las ostras deben 
permanecer por un período de 1 a 2 meses de preacondicionamiento en el 
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laboratorio (Gomes, Op. cit., p. 72). El material de reserva es utilizado durante la 
multiplicación de las células sexuales y se agota al final del ciclo reproductivo; los 
carbohidratos que son almacenados durante ésta fase sintetizan el glucógeno para el 
desarrollo de las gónadas, por esto las condiciones de preacondicionamiento son 
muy importantes para la futura generación de larvas (Walne, Op. cii., p. 50). 
2.3.3.2.2.1 Preacondicionamiento en el medio natural. Para determinar los 
sitios más apropiados se deben tener en cuenta los siguientes factores: 
Sólidas poblaciones naturales 
Productividad primaria 
Altos índices de condición 
Contenido de glucógeno en los tejidos 
Contenido de lípidos en los huevos 
Supervivencia de las larvas "D". 
Para esto se deben hacer muestreos cada 10 días para determinar el momento más 
apropiado para trasladarlos al laboratorio. Se recomienda una densidad de siembra 
de 0,2 g/cm2, en canastas o sacos perforados que permitan suficiente intercambio de 
agua (Arias el al., Op. cit., p. 166). Después de éste período de 
preacondicionamiento, las ostras terminan de madurar en el laboratorio bajo las 
siguientes condiciones: 
Tanques de 500-1000 litros con recirculación de agua mediante air-lift. 
77 
Temperatura entre 18 y 20°C para evitar desoves espontáneos y reducir el 
metabolismo, favoreciendo que el alimento sea utilizado en la acumulación de 
glucógeno para la formación de gametos y no para crecimiento. 
Salinidad entre 20 y 30%0 
Densidad de ostras de 3,8 g/1 de agua 
Alimentación diaria, la cual debe ser equivalente al 6% del peso seco de las 
ostras en acondicionamiento. Como el peso seco de los ostiones es 
aproximadamente el 3,6% del peso total, se adicionan 7,56 mg de alimento 
diariamente. Si se alimenta con Tetraselmis, se debe añadir 37,8 x 106 células, 
ya que 106 
 células de ésta microalga pesan 200 lig. La fórmula utilizada es 
V = (37500/f x Cx) x 
Donde: 
F = factor que permite convertir la concentración de cualquier célula de microalga a 
su equivalente en peso de Tetraselmis. Sus valores son: 
Tetraselmis tretraselmis 1 
Isoclnysis galbana 0,1 
Chaetoceros gracilis 0,15 
= volumen del tanque de maduración expresado en litros 
Cx 
 = concentración de células en el cultivo 
Es recomendable que se utilicen mezclas de especies, por lo que se debe calcular la 
concentración media ponderada mediante la siguiente fórmula: 
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CX (fi Ci + feh Ceh Veh + ft Ct Vt) (Vi + Veh + Vt) 
Donde: 
Ft = 0,1; fa = 0,15 y ft = 1 
Ch Cell y Ct = concentraciones de Isochtysis galbana, Chaetoceros gracilis y 
Tetraselmis tetraselmis respectivamente 
Veh y Vt = volúmenes de Isochrysis galbana, Chaetoceros gracilis y Tetraselmis 
tetraselmis respectivamente 
C„ = concentración media en términos de Tetraselmis 
La ración diaria debe suministrarse en tres partidas iguales para evitar problemas de 
contaminación por exceso de alimento. 
Agua de mar sin filtrar con recambios totales cada dos días (Arias el al., Ibid., p. 
165-166). 
2.3.3.2.2.2 Preacondicionamiento en el laboratorio. En éste caso la finalidad es 
reducir el metabolismo de los reproductores, para facilitar que ellos utilicen eI 
alimento en la acumulación de sustancias de reserva para el posterior desarrollo de 
las gónadas, acondiciones: 
Tanques o recipientes de material liviano (por ejemplo fibrocemento) de 1000 
litros, con agua recirculando por un serpentín de refrigeración, acoplado a un 
termostato. El flujo de agua se basa en el nivel de filtración y en el número de 
animales. 
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Temperatura entre 18 y 20°C 
Salinidad entre 28 y 30%0 
Densidad de ostras hasta de 0,4 animales por litro (400 animales en 1000 litros), 
distribuidos en bandejas suspendidas. 
Alimentación diaria, de preferencia continuamente para reducir la pérdida de 
alimento por formación de pseudoheces, las cuales resultan de altas 
concentraciones alimentarias, implicando un agua de mala calidad. El alimento 
debe tener como base Tetrasehnis chut', que posee 51,1% de carbohidratos. Se 
puede suplementar con otras especies que presentan buenos porcentajes de 
carbohidratos, como Thalassiosira p,seudonana, 26,5%; Chaetoceros calcitrans, 
22%; e Isochrysis galbana. La concentración algal se debe mantener alrededor 
de 10 células/µ.1. Para mejor rendimiento se puede adicionar almidón de millo u 
otro similar en una concentración de 0,2 ppm (Dupuy & Rivkin, 1972). 
Recambio de agua y limpieza de todo el material por lo menos una vez por 
semana, realizando sifoneos diarios en el fondo del recipiente 
Muestreos periódicos de una parte de la población, para verificar la evolución de 
las gónadas, lo cual se hace a través del análisis del contenido de glucógeno y/o 
del factor de condición. 
Cuando se constata un buen desarrollo gonadal, los individuos son acondicionados 
en un sistema semicerrado o abierto, cuya función es el acondicionamiento de los 
animales pasa el desove, bajo las siguientes condiciones: 
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Recipientes iguales a los anteriores o pequeños "raceways" (Dupuy & Rivkin, 
1972) 
Temperatura entre 20 y 25°C 
Salinidad entre 25 y 30%0 
El flujo de agua depende del número de reproductores y éstos de la cantidad de 
larvas requerida y de los recipientes disponibles para larvicultura 
La alimentación puede provenir de los mismos recipientes de mantenimiento y/o 
de la adición de especies cultivadas controladamente. Se puede suministrar 7,5 x 
108 
 células/animal/día, lo que equivale a 150 mg de peso seco de Tetraselmis o 
6% de peso seco medio de carne de ostras por día (Helm & Millican, 1977). 
También se puede suministrar almidón de millo 
A través de muestreos se verifica finalmente el estado óptimo para la inducción 
al desove (Gomes, Op. cit., p. 70-74). 
2.3.3.3 Métodos de inducción al desove y levante de larvas empleados en otros 
países. 
2.3.3.3.1 Metodología empleada en Brasil (Luiz de Oliveira Gomes, 1986). Se 
trabaja principalmente con la ostra japonesa Crassostrea gigas, pero el 
procedimiento es el mismo aplicado para las especies C brasiliana, C paraibanensis 
y C. rhizophorae: 
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Maduración en el medio natural en el caso de especies nativas como C, 
brasiliana, C. paraibanensis y C. rhizophorae o en el laboratorio para el caso 
de especies de clima templado como C. gigas (Ver 4.3.3.2). 
Limpieza con agua filtrada antes de la inducción. 
Inducción y fecundación: 
Exposición de los reproductores a temperaturas de agua alternadas de 23°C (± 
2°C) a 31°C (+ 2°C), a intervalos de 15 minutos. El estímulo se puede reforzar 
químicamente, por la adición de una solución de gametos (preferiblemente 
esperma), que puede ser obtenida de un animal recién sacrificado o de un desove 
anterior, mantenidos en refrigeración. También se pueden obtener resultados 
buenos y económicos al exponer a los animales por una hora al sol, 
transfiriéndolos después para el agua. 
Cuando se inicia el desove los individuos son identificados y separados por sexo, 
en pequeños recipientes (beakers o baldes) con agua filtrada. 
El contenido de los recipientes con gametos femeninos es colocado en dos redes: 
una de 70 um para retener los detritos mayores y otra de 20um para retener los 
huevos, los cuales son mientras tanto, lavados, concentrados, homogenizados y 
contados al microscopio a través de 2 a 3 muestreos de 1 ml. 
Para la producción de una buena cantidad de larvas en buen estado, es necesario 
que la fecundación ocurra dentro de una hora después del desove de las hembras. 
Dentro de éste tiempo se debe adicionar de 1 a 2 ml de suspensión de espermas 
para cada 3 litros de suspensión de huevos, lo cual es suficiente para concentrar 
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de 3 a 5 espermatozoides alrededor de un huevo, evitando con esto la 
poliespermia, que puede resultar en un crecimiento anormal y una baja 
sobrevivencia de las larvas. La mezcla se debe realizar con cuidado y en forma 
suave, para asegurar una buena fecundación. 
Los cigotos deben permanecer en reposo por 15 minutos, durante los cuales 
empezarán a sedimentarse, presentando forma redondeada y con cuerpos polares 
desarrollados, indicando el inicio de la embriogénesis. 
Después de la sedimentación se retiran 1/4 partes del volumen superficial, 
remplazándolo con agua nueva. 
Se mantienen en recipientes sin aireación, durante 8 horas aproximadamente, al 
cabo de las cuales se inicia la fase de gástrula (trocófora), notándose un ascenso 
de éstos organismos hacia la superficie en forma de una tenue "nube". 
d) Cría de larvas: 
Los embriones se distribuyen directamente en los tanques de larvicultura. 
Se utilizan tanques cilíndricos, de polietileno blanco, traslúcidos, de 100 a 500 
litros, debido a que no son tóxicos, son fáciles de manejar, presentan alta 
resistencia y son muy convenientes para el comportamiento larval. Deben tener 
una buena columna de agua y presentar un diámetro de boca superior al del 
fondo plano, que de acuerdo con Weaber (Klopfenstein & Klopfenstein, 1978) 
inducen a la división de las fases entre larvas y algas vivas y muertas. 
Se utiliza agua filtrada por 1 ium y esterilizada con luz ultravioleta. Se utiliza 
también filtro de diatomeas o de prensa. La temperatura se debe mantener entre 
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25 y 28°C. La salinidad debe permanecer estable entre 25 y 30%o y el pH entre 
6,7 y 8,7. 
La densidad de larvas trocóforas es de 100/m1 en cada tanque. Deben 
permanecer así durante 24 horas aproximadamente, revisando muestras al 
microscopio para verificar la presencia de las larvas véligers. 
En caso de no aparecer las larvas véliger, las trocóforas son mantenidas por 12 a 
24 horas más; si sobrepasan éste tiempo se descartan. 
Cuando la mayoría de las larvas presentan la forma de "D", se procede a realizar 
el primer recambio de agua. Ésta etapa del cultivo es muy crítica y requiere de 
bastante cuidado por presentar mayor riesgo de contaminación bacteriana, debido 
a la extrema sensibilidad de las larvas. En los estados siguientes las larvas 
adquieren mayor resistencia, pero se debe evitar la contaminación, provocada 
generalmente por la descomposición de espermatozoides en el agua. 
El recambio se hace por medio de sifoneos en los tanques, con una manguera 
plástica transparente de 'A a 3/4 
 de pulgada de diámetro y a 10-15 cm por encima 
del fondo. La punta de la manguera se cubre con un saco de tela de nylon de 30 
jim para Crassostrea rhizophorae, 15 p.m para Crassostrea hrasiliana y de 40 
pun para Crassostrea virginica y Crassostrea gigas, para impedir el paso de las 
larvas. Ésta tela varía según el crecimiento de las larvas. Cuando queda apenas 
un pequeño volumen de agua dentro del recipiente, la tela es retirada y lavada 
dentro de un balde con agua, para remover algunos individuos que hayan 
quedado adheridos, despegando cuidadosamente el contenido. Las larvas son 
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mientras tanto sifoneadas con mangueras más finas a través de una serie de 
redes. El tamaño de la red superior debe ser de 2 a 3 veces superior que el de 
la inferior (Castagna & Kraeunter, 1981). Las redes se distribuyen de tal forma 
que las larvas sean separadas por tamaños, previniendo así la competencia entre 
ellas. Con el crecimiento de las larvas el tamaño de las redes aumenta en el 
recambio del agua. Después de la selección, las larvas son cuidadosamente 
lavadas con una fina corriente de agua, con igual temperatura y salinidad, y 
enseguida son contadas y distribuidas en los tanques de cría con una densidad 
entre 8 y 10 larvas/ml. Al cabo de 6 a 8 días de cultivo, la densidad pasa a ser de 
5 a 7 larvas/ml, manteniéndola así hasta la fase de fijación. 
Los tanques recién utilizados se lavan con esponja (y/o escoba) y detergente, 
para eliminar todos los detritos de las paredes, y enseguida se enjuagan muy bien 
con agua a presión y esponja (y/o escoba) limpia, para eliminar cualquier residuo 
de detergente. Por último se lavan con agua caliente. 
Se alimentan a partir del surgimiento de las larvas véliger (generalmente 24 
horas después de la fecundación), con microalgas según los requerimientos 
nutricionales de las larvas, utilizando la siguiente receta: 
A partir del aparecimiento de las larvas "D" ri Isochrysis aff galbana y 
Chaetoceros gracilis, ambas en concentraciones finales de 50 cel/nl; 
Después de la primera semana Isochtysis aff galbana y Chaetoceros gracilis 
en una concentración de 33 cel/n1 con un aumento de 3,3 cel/nl de Tetraselmis 
chuti; 
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Para la fase post-larval "spat" 10 cel/u1 de Tetraselmis chuii. 
Se coloca aireación a partir de la larva véliger, en forma suave y con aumento 
gradual según el tiempo de cultivo; se localiza preferiblemente 15 cm por encima 
del fondo del tanque para evitar la mezcla entre individuos muertos y vivos 
(Castagna & Kraeuter, 1981). El objetivo de la aireación es evitar la 
precipitación de las larvas y distribuirlas homogéneamente con el alimento, 
además de proporcionar oxígeno para las larvas y eliminar sustancias volátiles 
(Charley, 1952; Walne, 1974; Farrar, 1977; Brese & Malouf, 1975; Wilson, 
1978). 
La iluminación no tiene efecto aparente en el desarrollo de las larvas antes del 
período de fijación, y se convierte en un estímulo para los individuos cuando 
aparece la mancha ocular; según Walne (1974) en ésta etapa las larvas prefieren 
superficies oscuras de día y no presentan preferencias durante la noche, 
lográndose gran fijación en las paredes del tanque. 
e) Fijación de lar larvas: 
Pasados 15-18 días (o más), después de la fecundación, las larvas inician el 
período de fijación, que se puede mantener por varios días. El tiempo depende 
de la calidad del agua y del alimento. 
Cerca del período de fijación se preparan los colectores, los cuales deben ser 
lavados y colocados en agua de mar filtrada, antes de servir como sustrato, para 
permitir más aceptación por parte de las larvas. Se usan colectores de conchas 
de las mismas ostras, láminas de aluminio simples o cubiertas con fibrolite, 
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placas flexibles de PVC, redes de nylon de malla fina, tiras de madera, láminas 
onduladas de polietileno, placas de fibra de vidrio, fragmentos de conchas de 200 
a 300 um, alambre cubierto con cemento, etc. Según Krantz el al., (1982) y 
Krantz (1983) la implementación del último colector ofrece gran ventaja debido 
a su economía de espacio. 
En caso de necesitarse semillas libres o sueltas en los tanques de fijación (de 
color blanco), se colocan pequeños pedazos de conchas en bandejas suspendidas 
con marco de madera y fondo de tela, o en bandejas acomodadas en el fondo del 
tanque. Para prevenir contaminación, los pedazos de conchas deben ser hervidos 
por 1 hora antes de ser usados. En cada cambio de agua los fragmentos de 
conchas son retenidos en redes de 300 1m, sobre otra red de 200 um, para 
retener las larvas no fijadas y devolverlas al tanque. También se pueden usar 
finísimas placas de PVC negro, colocadas en el fondo de los tanques de 
larvicultura y en los tanques de fijación, atadas con nylon para facilitar su retiro. 
Éstas placas permanecen en remojo en agua de mar filtrada por un período de 6 
días antes de ser usadas. 
Cada 24 horas las postlarvas son raspadas cuidadosamente con una lámina 
afilada o con pincel. Si la tasa de fijación es muy alta se puede repetir el proceso 
hasta 3 veces por día y se debe evitar que pase mucho tiempo después de la 
fijación del animal, ya que al tratar de raspar las semillas se maltratan más y se 
aumenta el porcentaje de mortalidad, el cual se debe mantener alrededor del 5%. 
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Para aumentar la tasa de fijación se pueden bañar los colectores con carne fresca 
de ostras adultas, pero esto aumenta la posibilidad de contaminación bacteriana. 
O Precría: 
Las postlarvas con un tamaño entre 300 y 500 um entran en un período de 
precría, en el que se satisfacen las necesidades biológicas del animal de manera 
simple y económica; éste es un período de transición gradual para el animal 
favoreciendo así una mayor tasa de sobrevivencia cuando llegan al medio natural 
(Lucas, 1975; Le Borgne el al., 1978; Henderson, 1979; Claus el al., 1981). 
Éste período se lleva a cabo según las necesidades locales, utilizando 
inicialmente albercas o tanques de 500 a 1000 litros, con aireación y aclimatados 
con temperatura y salinidad natural. 
Después de 2 días los animales se transfieren a sistemas donde permanecen por 
un tiempo de 3 a 4 semanas, antes de su fase de engorde en el medio natural. 
Éstos sistemas pueden ser: 
1. Tanques o albercas rectangulares comunicados, donde la recirculación interna 
del agua, por gravedad, oxigena y transporta el alimento a los individuos. El 
sistema puede provenir de los tanques de maduración de reproductores y/o de 
engorde de camarón. 
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Tanques externos rectangulares (por ejemplo de 100 m2 con 0,5 m de 
profundidad), con sistema de aireación continuo, recibiendo agua enriquecida 
con nutrientes para microalgas de un recipiente especial (De Pauw et al., 1983), 
propiciando así condiciones apropiadas para el crecimiento de las postlarvas, en 
altas densidades (Claus et al., 1983) y semejando •un medio natural por la 
formación de un "bloom" fitoplanctónico, a un costo relativamente bajo. El 
crecimiento de las microalgas más indicadas para las postlarvas, se controla a 
través del manejo de los parámetros operacionales, como el nivel y proporción 
de los nutrientes (N : Si : P), tasa de dilución, temperatura e intensidad luminosa. 
Cada día se retira cerca del 80% del volumen del tanque, manteniendo una 
densidad de microalgas hasta de 500.000 cel/ml (De Pauw et al., 1983). 
Si no hay posibilidad de implementar los sistemas anteriores, se puede construir 
un sistema semicerrado auxiliado por air-lift o pequeñas bombas, acoplado a un 
tanque de stock de microalgas (Figura 8). Ésta técnica requiere al igual que las 
anteriores, de una fase de aclimatación de las postlarvas. Los volúmenes de agua 
y alimento necesarios para mantener un número inicial de postlarvas de 2 x 106 
durante 4 semanas, a partir de la fijación son los siguientes (Tabla 3): 
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Tabla 3. Volúmenes de agua y alimento recomendados para postlarvas de Crassostrea 
gigas, a 24°C, por 4 semanas, a partir de la fijación en Brasil. 
Día Peso promedio 
de las semillas 
(mg) 
Número de 
semillas (105) 
Volumen del 
sistema (10 
Volumen total 
de agua de 
mar (ft) 
Volumen 
diario de 
alimento (ID 
Volumen total 
de alimento 
usado (ID 
7 0,20 1,20 1000 3000 15 105 
14 0,95 0,96 2500 7500 171 1197 
21 3,06 0,86 5000 15000 260 1820 
28 9,87 0,80 10000 30000 755 5285 
55500 8407 
Los valores de alimento están expresados en litros, con una densidad celular de 104 cel/u1 de 
Isochrysis sp. 
Éste método, utilizado normahnente en condiciones adversas, se debe evitar al 
máximo debido al elevado costo de producción interna de las microalgas requeridas. 
4. Sistema de "surgencia" o también llamado 3-D, utilizado para semillas sueltas, 
que consiste en el paso del agua sin muchas burbujas de aire, entre los "spats" 
acomodados en tubos cilíndricos con red por ambos extremos o en bandejas con 
marco de madera y fondo de tela. Según el crecimiento de los individuos se 
eleva el número de micras de las telas o redes, para permitir un buen flujo de 
larvas alrededor de las postlarvas, además de suministrar protección y soporte 
(Claus, 1981). Se emplean sucesivamente redes de 3.5, 5.0, 1.0, 2.0 y 4.0 mm 
de malla (Figura 9). 
TUBO DE ACRILICO (I) 75nun 
TANQUE 
I I 
BOMBA SEMI LLLAS 
DE OSTRA 
TELA 
X 
FLUJO DE 
AGUA 
RESERVORIO DE AGUA SALADA + ALGA 
DRENAJE 
Figura 8 Alberca interna acoplada aun tanque stock de microalgas (adaptado de Curtin, 1979). Tomado de Gomes, 1986. 
Figura 9. Alberca para el mantenimiento de "spats" (propuesta por Lucas, 1975). Tomado de Gomes, 1986. 
3.20 in 
0.75 in 
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La densidad varía bastante de acuerdo con el tipo de sistema. Para el caso de 
bandejas de 0,2 m2 de red, se utiliza de 2 a 3 x 104 "spats" de 0,8 mm de 
tamaño, la cual se reduce con el crecimiento de los mismos 
Cuando las larvas alcanzan un tamaño de 20 mm, se pasan al medio natural para 
su engorde. El tiempo que transcurre hasta ésta etapa depende de diversos 
factores, entre ellos la temperatura. El sistema debe ser ajustado con la fmalidad 
de producir, en el menor tiempo posible, la mayor cantidad de semillas o 
postlarvas, considerando el mínimo costo (Gomes, Ibid., p. 75-92). 
2.3.3.3.2 Metodología empleada en Costa Rica (Francisco Alarcón e Hideki 
Yukihira, 1987). Procedimiento: 
Maduración de las ostras en el medio natural, utilizando canastas suspendidas 
en balsas flotantes (Ver 4.3.3.2). 
Aclimatación de los reproductores en el laboratorio: se dejan por 5 días a 
25°C, con aireación constante, recambio de agua cada tres días y alimentación 
con microalgas tres veces al día a una concentración de 200.000 células/ml. 
Inducción y fecundación: 
Se colocan las ostras fuera del agua, en el aire del laboratorio a 22-25°C por 2 
horas, en las que se enumeran y se pesan. 
Se colocan en 5-10 litros de agua de mar y se sacan al sol hasta que la 
temperatura alcance los 30-32°C. Se espera durante 2 horas como máximo, 
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observando continuamente el cambio de temperatura y las seriales de desove. El 
macho abre lentamente las valvas y las mantiene así hasta lanzar los espermas en 
forma de un hilo lechoso que sale por el lado izquierdo ( si el umbo está arriba y 
la ostra descansa sobre su valva izquierda); la hembra abre y cierra las valvas y 
expulsa los huevos por en borde opuesto al umbo en forma de hilos lechosos 
(Figura 10). 
Si no hay desove se devuelven las ostras al laboratorio por 2 horas y se vuelven a 
sacar para repetir el proceso, o se termina el trabajo del día y se espera hasta el 
día siguiente. 
Otra manera es sacar el tanque sin las ostras al sol por 10-30 minutos y después 
sacar las ostras del laboratorio inducirlas en el tanque. Esto hace más rápido el 
proceso, ya que acentúa el choque térmico. 
Los individuos que comiencen a desovar se separan en beakers individuales para 
establecer el sexo y el número de huevos por hembra (microscópicamente). 
Se colocan los huevos en un tanque de 20 litros y a una densidad máxima de 50 
huevos/ml. 
Se agrega 2-4 ml de suspensión densa de esperma por cada 4 litros de suspensión 
de huevos. 
Se deja en reposo la mezcla de huevos y espermas por 30 minutos para que se 
produzca la fecundación. 
Macho 
+ 
Hembra 
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Figura 10. Diferencia existente entre el desove de un macho y una hembra de 
Crassostrea rházophorae. Según varios autores, modificado. 
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Se lavan los cigotos utilizando una malla de 20 !Tm para eliminar el exceso de 
espermas. Existen dos maneras de hacer el lavado, con sifón recubierto con 
malla o con tamices. En el caso del sifón, éste debe actuar desde la superficie 
hasta sacar el 60-70% del agua, ya que los cigotos se depositan en el fondo; el 
agua sacada es remplazada por agua limpia; se repite el proceso 3 o 4 veces a 
intervalos de 20-30 minutos. Cuando se usa tamiz, éste se coloca dentro de un 
recipiente pequeño, el cual tiene agua de mar limpia; con el sifón se pasan los 
cigotos desde el tanque de fecundación hasta el tamiz donde son filtrados; sobre 
el tamiz se agrega agua de mar limpia para lavar los cigotos, los cuales son luego 
colocados en un recipiente con agua limpia; el lavado debe hacerse con la menor 
turbulencia posible evitando presionar los huevos sobre el tamiz. 
Luego de los lavados se dejan en reposo durante 8 horas aproximadamente hasta 
la aparición de la larva trocófora. 
d) Cría de larvas: 
Cuando aparecen las Trocóforas se cuentan y se siembran en un recipiente de 
crecimiento (beakers o tanques) con una densidad entre 1 y 10 larvas/ ml y se 
mantienen a una salinidad de 25%0 y a una temperatura de 26,8-30°C. 
Se oscurecen los recipientes de cría y se coloca aireación suave. 
Aproximadamente 24 horas después de la fecundación, cuando aparece la larva 
"D", se inicia la alimentación siguiendo la siguiente receta: 
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Tabla 4. Alimentación para larvas de Crassostrea rhizophorae aplicada en Chomes. 
Puntarenas, Costa Rica. 
Día Densidad algal (células/mi) Día de cambio de agua 
1 15000 
2 18750 
3 22500 
4 26250 
5 30000 • 
6 33750 
7 37500 
8 41250 * 
9 45000 
10 48750 
11 52500 • 
12 56250 
13 60000 
14 63750 • 
15 67500 
16 71250 • 
17 75000 
18 78750 • 
19 82500 
20 86250 • 
Fuente: Alarcón y Yukihira, 1987. En: Guía ilustrada Producción artificial de 
semilla del ostón de mangle a nivel experimental. 
El recambio se hace cada 3 días siguiendo el mismo procedimiento empleado 
para los cigotos y usando mallas según el tamaño de las larvas (45, 70, 100 y 
150 iim). Debe tenerse cuidado de no usar una malla mayor que el tamaño de 
las larvas más pequeñas existentes en el recipiente. 
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e) Fijación de larvas: 
Aproximadamente 2 semanas después de la fijación, cuando las larvas alcanzan 
la fase de pedivéliger con mancha ocular, se colocan los colectores construidos 
con conchas de ostras, láminas de techo y de PVC, etc. 
Dentro de los 2 o 3 días siguientes las larvas se fijan sobre los colectores 
transformándose en semillas u ostras juveniles. 
Se continúa la cría de las larvas en los recipientes de crecimiento hasta que 
alcancen 4 o 5 mm de altura. 
Se trasladan los colectores con las semillas fijadas hasta las balsas flotantes en 
los lugares donde se cultivarán hasta su tamaño comercial. 
2.3.3.3.3 Método empleado en Cuba (José Antonio Frías Laporeau, 1989). 
Procedimiento: 
Maduración en el medio natural utilizando faroles chinos o cajas tipo Nestier, o 
maduración en el laboratorio en tanques de 500 litros, con recirculación de agua 
mediante air-lift (Ver 4.3.3.2). 
Inducción y fecundación: 
Se retiran los reproductores del agua 12 horas antes de la inducción, 
manteniéndolos en un cuarto de maduración a 16°C. 
Se exponen al sol por 45 minutos antes de ser introducidos a los tanques de 
desove. 
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Se trasladan en cajas Nestier en un número entre 80 y 100 ejemplares a un 
tanque de 1 m3 y se deja que comiencen a filtrar durante una hora. La 
temperatura del agua se mantiene entre 28 y 30°C y la salinidad entre 28 y 30%). 
Se dejan desovar 2 o 3 machos completamente, para luego retirar del agua a 
todos aquellos que comiencen a desovar. 
Se contabilizan todas las hembras que desoven. En caso de aparecer muchas 
hembras desovando, se vuelven a colocar más machos para que desoven. Con 
éste método los huevos se fecundan inmediatamente después del desove, se 
requiere de menor manipulación y la fecundación se produce en forma más 
natural. 
Después de esto se retiran todas las ostras del agua y se dejan en reposo los 
cigotos hasta la aparición de la larva véliger. Dependiendo de la temperatura del 
agua, los procesos embrionarios y la aparición de la larva trocófora demoran 
entre 6 y 9 horas, después de las cuales transcurren entre 15 y 18 horas hasta la 
aparición de la larva véliger. 
c) Cría de larvas: 
Se utilizan tanques cilíndricos de 1 a 3 m3 de capacidad, de tal forma que la 
altura sea el doble de diámetro para asegurar una buena suspensión de las larvas 
en el agua. 
Cada segundo día se tamiza el agua utilizando sifones que no llegan al fondo (10 
cm por encima de éste), con un flujo no mayor de 22 litros/minuto. El tamiz 
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debe estar colocado dentro de un recipiente que contenga agua de mar para evitar 
que lar larvas caigan directamente en la malla y se maltraten. El tamaño del 
tamiz aumenta según el crecimiento de las larvas. 
Los tanques se deben limpiar con escoba y agua a presión. 
Se mantiene como densidad máxima de larvas los siguientes niveles en relación 
con el tamaño de las mismas (Tabla 5): 
Tabla 5. Densidad de siembra de acuerdo al tamaño de las larvas empleada en el 
Laboratorio experimental de Cayo Libertad, Provincia de Matanzas, Cuba. 
Tamaño de larvas (p.m) >70<120 >20<70 >120<210 
Densidad (larvas/mi) 10-20 20-30 5-10 
Fuente: Arias el al., 1995. En: Fundamentos de acuicultura marina. 
Se alimentan con microalgas siguiendo la siguiente receta (Tabla 6): 
Tabla 6. Cantidad de alimento de acuerdo al tamaño de las larvas empleado en el 
Laboratorio experimental de Cayo Libertad, Provincia de Matanzas, Cuba. 
Microalgas (ceUml) 
(células/mi) 
Tamaño de las larvas (pm) 
20-45 45-70 70-120 120-210 
Nannochloropsis 104  6 a 8 x 104 
Bellerochea 104  1 a3 x104 104 
Isochlysis 104  6 a8x 104 3 x 104 
Chaetoceros 2 x 104 3 x 104 
Tetraselmis 3 x 104 
Fuente: Arias el al., 1995. En: Fundamentos de acuicultura marina. 
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d) Fijación de las larvas: 
Dos días antes de la fijación, los colectores (conchas de ostras perforadas y 
metidas en sacos), deben ser colocados en agua de mar filtrada para favorecer la 
formación de una película de bacterias en sus paredes, lo cual facilita el proceso 
de implantación de la larva fijadora. 
Cerca del momento de la fijación se colocan los colectores en el fondo de los 
tanques de cría y se espera a que ocurra la fijación. 
Para obtener semillas sueltas, se coloca en el fondo del tanque una lámina de 
PVC bien pulido o acrílico. Las paredes se pintan con cera para evitar pérdida de 
semillas. Al día siguiente se filtra el tanque por 210 pm y se saca la plancha de 
PVC del fondo. Con una cuchilla de afeitar o un ángulo de 45° entre la cuchilla 
y la superficie de PVC. Las semillas desprendidas se vierten en una bandeja con 
la ayuda de un frasco lavador. 
Las larvas que no se hayan fijado se devuelven al tanque para continuar el 
proceso. 
Una vez obtenidas las semillas fijadas a los colectores de sacos de conchas y las 
semillas sueltas, se pasan a la precría. 
e) Precría: 
Semillas fijadas: se utilizan los mismos tanques empleados para la fijación, 
alimentando con 10000 células/mi en términos de Tetraselmis 3 veces al día, con 
el fin de mantener una cantidad de alimento determinada en los tanques y no una 
cantidad proporcional a las semillas, teniendo en cuenta que se debe vigilar en 
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forma periódica la transparencia del agua. El recambio se hace en forma total 
todos los días. Cuando las semillas alcanzan entre 5 y 10 mm, se sacan las 
conchas de los sacos y se procede a la construcción de collares de conchas para 
el engorde. 
Semillas sueltas: se utiliza un sistema de surgencia a través de tubos, en el que 
por cada litro de agua total del sistema (tanque auxiliar + tanque principal) se 
mantienen 0,2 g de semillas. Se alimentan añadiendo 2,86 x 108 células de 
Tetraselmis por cada gramo de semillas al día, pero sin exceder las 10000 
células/mi en el sistema total; en el caso de exceder ésta concentración se añade 
la ración total en 2 o 3 raciones. Cada 3 a 5 días los tubos deben ser sacudidos 
para impedir que las semillas se embeban a la malla, facilitando así un flujo 
constante de agua. Se utiliza agua de mar sin filtrar, con recambio cada 2 días. 
La limpieza del sistema se hace con agua a presión y escoba. Cada semana se 
hace ajuste de la biomasa; las tallas de las semillas sueltas con relación al 
diámetro de los tubos son las siguientes (Tabla 7): 
Tabla 7. Tallas de las semillas en relación al diámetro de los tubos de surgencia, 
empleados en el Laboratorio experimental de Cayo Libertad, Provincia de 
Matanzas, Cuba. 
Tallas (µm) Diámetros (mm) 
>300<1000 100 
>1000<2000 50 
>2000 40 
Fuente: Arias et al., 1995. En: Fundamentos de acuicultura marina. 
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2.3.4 Predadores, plagas y parásitos, competidores, enfermedades y problemas 
sanitarios. Sobre la producción de moluscos inciden diversos problemas de carácter 
sanitario. Por una parte, se debe considerar la competencia entre moluscos bivalvos 
de interés comercial y otros no útiles al hombre que estropean el aspecto externo de 
las valvas, comen lo mismo o se fijan en las mismas zonas. En segundo lugar, 
pueden describirse numerosas enfermedades que afectan a las ostras, mejillones, 
etc., disminuyendo su crecimiento o produciéndoles la muerte. Los agentes 
causantes de las enfermedades, a veces verdaderas epizootias, pueden ser parásitos 
externos o internos, protozoos microscópicos, bacterias, virus, etc. Finalmente, hay 
otros problemas sanitarios que no repercuten directamente en la producción de los 
moluscos, sino en su comercialización y salubridad para el consumidor, siendo 
eventualmente tóxicos. 
2.3.4.1 Predadores. Lar larvas de ostras son consumidas por invertebrados 
filtradores como ostras adultas, peces filtradores (p.e. Arenque), entre otros 
organismos. Las ostras adultas son predadas por peces, cangrejos, estrellas de mar, 
caracoles y lombrices planas. La protección adicional contra los predadores en un 
costo adicional en el cultivo de ostras y en lo posible se debe evitar. 
Peces: entre los peces que devoran las ostras se encuentran la raya anguila, la 
raya murciélago y el pez tambor. Existen muchos peces con dientes trituradores 
adaptados a la alimentación coralina que pueden romper las conchas de las 
ostras, por lo menos de las más jóvenes. Para su control se utilizan cercas o 
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estacas puntiagudas protectoras y/o se reduce su número por medio de la pesca 
cerca del área de cultivo (Quayle, Op. cit, p. 30). 
Cangrejos: dentro de los cangrejos se han encontrado 3 especies de porúnidos: 
Callinectes sapidus, C. bocourti y C. danar (Quayle, Ibid., p. 30). En la CGSM 
se ha comprobado que tritura las valvas de las semillas, ocasionando una gran 
mortalidad en los ostiones de los bancos. Son los más activos predadores de C. 
rhizophorae (Hernández, 1984, 22). Se pueden controlar con la colocación de 
trampas (Quayle, Op. cit, p. 30) 
Caracoles: éstos abren a la ostra por el borde de la valva u horadan la concha, 
introduciendo la proboside, succionando las partes del animal (Hernández, Op. 
cit, p. 22). En un colector de semillas esto puede ocasionar una mortalidad 
elevada en comparación con un colector de ostras maduras. El método de 
control más efectivo es destruir los huevos y sacar a los adultos del cultivo 
(Quayle, Op. cit., p. 29-30). 
Estrellas de mar: la estrella de mar puede ser un predador muy importante para 
las ostras, a las cuales abre en parte por la gran presión ejercida por sus brazos y 
en parte a su capacidad de proyectar un estómago extrusible a través de aberturas 
muy pequeñas en los moluscos y comenzar su digestión. Se controlan por medio 
de la recolección regular o por medio de la adición de una cucharadita de cal 
viva o carburo que se espolvorea sobre su cuerpo para desintegrarlo (Quayle, 
Ibid., p. 30). 
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Lombrices planas: son lombrices ovaladas, delgadas y planas que pueden 
horadar y matar semillas de ostras hasta de 1 cm de diámetro. Son un peligro y 
se pueden erradicar de los colectores sumergiéndolos en agua dulce cerca de una 
hora (Quayle, 'bid., p. 30). 
Igualmente se observan varios ejemplares de la familia Xanthidae, como Mempe 
mercenaria, Panopeus herbstti, P. occidentalis y Eurypanopeus depressus, los 
cuales atacan principalmente las ostras juveniles, pero su predación no es muy 
alta. La mayoría de los predadores se encuentran en épocas en que la salinidad 
es alta (Hernández, Op. cit., p. 22). 
2.3.4.2 Plagas (fouling) y parásitos. Son organismos asociados con las ostras que, 
aunque rara vez les producen la muerte, les causan irritaciones, compiten con ellas 
por el alimento o les obstaculizan su obtención. Entre éstos organismos se 
encuentran las esponjas xilófagas, las lombrices xilófagas, los moluscos xilófagos, 
las conchas "slipper", los cangrejos comensales o asociados, los tunicados, las lapas 
y otros organismos, 
Esponjas xilófagas: son esponjas que pueden perforar y horadar las conchas de 
las ostras para crear una serie de galerías o túneles que debilitan las conchas. Se 
observan en la superficie exterior de la concha en forma de diminutos orificios 
circulares que están llenos de esponja, por lo general de un color amarillento. 
Con el tiempo la esponja puede llegar a la superficie interna de la valva, de modo 
que la ostra debe segregar cantidades adicionales de nácar, consumiendo así su 
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energía. Como regla general la esponja xilófaga, a menudo del género Cliona, 
aparece con mayor regularidad en las ostras más viejas. Por lo tanto, la respuesta 
obvia, de ser posible, cosiste en recoger las ostras antes de que la esponja se 
convierta en un problema, de otra manera no se puede hacer gran cosa. Las 
ostras con esponja xilófaga son difíciles de abrir sin estropear la concha ya que 
ésta se rompe con la más mínima presión (Quayle, Op. cit., p. 30-31). 
Lombrices xilófagas marinas: por lo general pertenecen al género Polydora y 
algunas especies penetran por el borde de la concha en donde se produce un 
surco en forma de "U". Otras especies permiten que la concha cubra el ducto de 
fango que forman. En pequeña cantidad no ocasionan mayor daño, aparte de 
hacer que la ostra gaste su energía produciendo más concha y de ser repugnantes. 
Éstas lombrices se asocian por lo general con fondos fangosos y casi siempre son 
un problema menor en los cultivos de rejilla o suspendidos que en los de fondo. 
Se pueden destruir dejando las ostras en agua dulce durante un día 
aproximadamente (Quayle, Ibid., p. 31). Entre los anélidos, el poliqueto 
Polydora websteri es el que tiene mayor incidencia sobre la ostra, ya que ésta 
especie construye canales en ambas valvas tanto en juveniles como en adultos 
Crassostrea, ocasionando su debilitamiento que facilita el ataque de otros 
predadores y retarda el crecimiento (Hernández, Op. cit., p. 21). Éste perforador 
es considerado como una verdadera plaga y da un aspecto desagradable a las 
conchas (Pérez, 1977, 38) 
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Moluscos xilófagos: existe un grupo de moluscos, los folados, que pueden 
horadar y vivir en los surcos de las conchas o la piedra caliza. En algunas áreas 
tropicales ocasionan los mismos problemas que la esponja xilófaga. Es muy 
poco lo que se puede hacer para evitar su ataque (Quayle, Op. cit., p. 31). 
Cangrejos comensales o asociados: éstos son los cangrejos pinnotéridos o 
cangrejos "arveja" que cuando están muy pequeños logran introducirse en la 
cavidad de la concha de las ostras y de otros moluscos a través de la corriente 
inhalante. Se desarrollan dentro de la concha y pueden llegar a tener una 
longitud hasta de 2 cm. Su color es pálido con conchas blandas y por lo general 
los machos son mucho más pequeños que las hembras. Se denominan 
comensales ya que se considera que la ostra y el cangrejo son mutuamente 
benéficos. Sin embargo, en éste caso parece que la ventaja está un poco del lado 
del cangrejo ya que en algunos casos pueden dañar las branquias de las ostras. 
Nada puede hacerse para reducir la incidencia de los cangrejos "arveja" los 
cuales no tienen ningún efecto negativo en la comestibifidad de la ostra. 
Además, los cangrejos "arveja" se pueden consumir (Quayle, Ibid, p. 31). 
Tanto las lombrices planas como las ahusadas se presentan en las ostras en 
diversas regiones del mundo. En algunos casos puede haber mortalidad pero es 
raro que los parásitos sean la causa primaria. Frecuentemente la interferencia es 
con el crecimiento o en la reproducción. Parece que es poco lo que se puede 
hacer para controlar éstas infecciones parasitarias. En los casos extremos se 
debe buscar la asesoría de expertos. El principal parásito crustáceo es el 
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copépodo Mytilicola, una forma elongada rojiza de unos 4 o 5 mm de longitud. 
Habita en el intestino delgado de algunos moluscos y se puede observar 
fácilmente. Si aparece en números suficientes, cerca de 5 o más, puede 
presentarse debilidad y hasta mortandad. Cuando aparece Mytilicola el riesgo es 
elevado para los moluscos que viven en el fondo del mar, pero el peligro puede 
atenuarse no cultivando en el fondo (Quayle, Ibid., p. 32). 
2.3.4.3 Competidores. Las especies que compiten por espacio con la semilla son 
en orden de importancia: el bivalvo (Brachidonies exustus), hidroides 
(Calyptospadix cerula o Garveia cerilla, Hidroides sp., Aiptasia tagetes) y el 
crustáceo (balanus sp.). Durante los meses de fijación la competencia es mayor 
(Hernández, Op. cit., p. 24). 
2.3.4.4 Enfermedades. Una de las principales dificultades para estudiar la 
patología de los moluscos bivalvos es la falta de conocimientos sobra la etiología de 
la mayor parte de las enfermedades (Mas y Tiana, Op. cit., p. 45). Sólo los expertos 
pueden estudiar en forma adecuada la mayoría de las enfermedades y se debe buscar 
su asesoría. Sin embargo, es factible que el cultivador aprenda lo suficiente acerca 
de la secuencia de la enfermedad y pueda modificar el sistema del cultivo, de modo 
que el efecto sea mínimo Se deben examinar factores como la ocurrencia 
estacional, el nivel mareal, la edad o el tamaño de las ostras afectadas y los grados 
de tolerancia a la salinidad y a la temperatura. En algunos casos, sólo el desarrollo 
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de vástagos o generaciones resistentes han permitido la recuperación de un cultivo 
de ostras; en otros cultivos, tratamientos como la inmersión en fungicidas han sido 
efectivos (Quayle, Op. cit., p. 31). Se han descrito mortalidades en poblaciones 
naturales de Crassostrea y similares en Ostrea. Las bacterias patógenas y de 
descomposición son particularmente nocivas para las larvas, así como los hongos. 
También se ha descrito que la polución interviene en el crecimiento y desarrollo de 
las larvas y que se desarrollan enfermedades branquiales y de las glándulas 
digestivas en las ostras. En la tabla 8 se presenta una lista de las principales 
enfermedades que se han detectado en las ostras. 
Tabla 8. Patología de las ostras. 
Síntomas Causas 
Variedad de tumores (pie, manto, etc.) Virus? 
Necrosia locales infecciosas Bacterias 
Mortalidades de la larvas Bacterias 
Tumores en el manto Protozoos ameboides 
Infección de las branquias Protozoos MSX (Minchinia) 
Micelios en las branquias Hongos (Dermocystidium) 
Hongos Perforación de la concha 
Alteraciones en el pie Hongos 
Infecciones gonadales Parásitos tremátodos (Bucephalus) 
Formación de cápsulas en el manto Parásitos (Arenícola sp.) 
Alteraciones en las branquias Polución (fecales) 
Mortalidades durante la puesta Metabólica 
Datos de Scarpelli y Rosenfield (1976) y Pice y Mauser (1969). Fuente: Coll, 1983. En: 
Acuacultura marina animal. 
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Durante el período larval uno de los mayores problemas para el larvicultor es la 
contaminación por microorganismos que afectan el buen desarrollo del cultivo. Si 
no se trabaja con cuidado, el cultivo es susceptible a enfermedades de tipo 
metabólicas, virales, bacterianas, protozoarias, micóticas, etc. Generalmente las 
larvas enfermas presentan una coloración pálida, crecimiento y natación lentos, alta 
tasa de mortalidad y se tienden a acumular cerca del fondo; frecuentemente 
presentan detritus adheridos al velum y gran número de protozoarios y bacterias 
dentro de las conchas. La infección por hongos se nota en la presencia de 
proyecciones en forma de pelos en los tejidos (Castagna & Kraeuter, 1981). La 
mayor arma contra éste problema es el mantenimiento de un ambiente favorable 
durante todo el desarrollo del cultivo. El agua debe tener la mejor calidad posible, 
siendo muy bien filtrada e irradiada por rayos ultravioleta, filtro de diatomeas o de P<" 
prensa. Además de esto se debe mantener máxima asepsia de todo el personal y 
materiales utilizados. Se debe evitar la presencia de material en suspensión y 
sustancias tóxicas en los recipientes de cría, como también alteraciones en el medio 
(Gomes, Op. cit., p. 94-95). Las fuertes mortandades de larvas y postlarvas que 
normalmente pueden producirse en el cultivo, suelen ser de origen bacteriano y son 
causadas por grandes proliferaciones de bacterias que superan la densidad de 107 
bacterias/mi ó por cepas patógenas, en particular de Vibrio. Una buena filtración y 
una estricta limpieza, no siempre resultan suficientes y en ocasiones aparecen 
bacterias en los cultivos, que en la mayor parte de los casos proceden del 
fitoplancton usado como alimento, lo que hace necesario recurrir al uso de 
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antibióticos (Curia, Op. cit., p. 23). El uso de antibióticos debe ser restringido al 
máximo, siendo usado sólo como último recurso, cuando no es posible la 
eliminación de contaminación por cambio de agua y ésta se encuentra en su fase 
inicial. Si el problema alcanza mayores proporciones, el cultivo debe ser 
descartado. Ésta restricción se debe a los posibles efectos causados a las larvas, 
como el crecimiento anormal, resistencia por parte de los microorganismos y 
elevado costo al ser utilizado como prevención. Normalmente, una constante 
inspección del cultivo y controles en cada cambio de agua permiten una prevención 
contra infecciones repentinas, posibilitando una acción inmediata. Cuando es 
necesario suministrar el uso de antibióticos, se puede optar por la Penicilina G y 
Sulfato de Estreptomicina, que son los más difundidos para bacterias Gram positivas 
y Gram negativas, respectivamente; las concentraciones usadas según Le Pennec & 
Prieur (1977) y Walne (1966) son de 50 mg/1 y 50 UI/1 (Gomes, Op. cit, p. 95). 
También se recomienda el uso de Cloranfenicol a una concentración de 2 a 8 mg/1, 
el cual tiene un amplio espectro y alta estabilidad en el agua de mar, y la mezcla de 
Penicilina y Estreptomicina (50 mg/1 de cada una), los cuales son poco estables y de 
espectro un poco más reducido (Curia, Op. cit, p. 23). Otros tratamientos con 
antibióticos se usan bajo las siguientes dosis (Tabla 9): 
olk.C1nIs 
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Tabla 9. Concentraciones de antibióticos empleados como tratamiento en el cultivo 
de larvas en el Laboratorio Experimental de Cayo Libertad, Provincia de 
Matanzas, Cuba. 
Antibióticos Dosis (mg/1) 
Aureomicina 0,1 a 3,2 
Cloranfenicol 50 
Streptomicina 100 
Clorotetraciclina 10 
Cloromicetina 20 
Cloroheximida 50 
Sulmet 10 
Penicilina 1000* 
Eritromicina 0,1 a 0,5 
Sulfameracina 0,1 a 0,5 
Ampicilina 10 
*Expresado en UI. Fuente: Arias et al., 1995. En: Fundamentos de Acuicultura 
Marina. 
Además, las larvas se pueden tratar con una solución de Hipoclorito de Sodio a una 
concentración de 2 a 3 ppm, durante 5 minutos en caso de evidencias bacterianas o 
para combatir los protozoarios, después de lo cual se lavan bien en un tamiz con 
agua filtrada y esterilizada por U.V. (según varios autores). Las postlarvas con 
tamaños entre 600 y 1150 ¡uní presentan una fase crítica en la adquisición de 
enfermedades, en que Le Borgne etal., (1978) aconsejan la utilización de 40 mg/1 de 
Sulfameracina en sistemas cerrados, con finalidad curativa. Cuando los "spats" 
alcanzan de 1 a 1,5 mm adquieren gran resistencia al ataque de microorganismos 
(Gomes, Op. cit., p. 95). 
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2.3.4.5 Problemas sanitarios. Los moluscos bivalvos, corno consecuencia de la 
forma en que se alimentan (filtrando el agua de su entorno y reteniendo las 
sustancias y organismos que existen en la misma) pueden ocasionar grandes 
problemas sanitarios en la población consumidora de éste tipo de alimento. Ya sea 
por la presencia en el agua de gérmenes patógenos causantes de toxi-infecciones 
alimentarias, por la existencia en el plancton de algunas especies de productoras de 
tóxicos potentes (Mas y Tiana, Op. cit., p. 46) o por la acumulación de pesticidas en 
el tejido de la ostra, lo cual se debe a la aplicación irresponsable de pesticidas y 
herbicidas en el sector agrícola, que con la lluvia son arrastrados a los ríos, los 
cuales llegan finalmente a estuarios y al mar (Wedler, El cultivo de la ostra 
(Crassostrea rhizophorae Guilding) en el Caribe colombiano, Op. cit., p. 69). La 
presencia de gérmenes patógenos en las aguas costeras se debe, sobretodo a los 
vertidos de aguas negras que se hacen directamente al mar y de forma incontrolada, 
desde núcleos de poblaciones cercanas o a la desembocadura de un río contaminado 
con el agua ingerida y se acumulan en las branquias y en el intestino de las ostras sin 
ser ingeridos. Si las ostras se cultivan en zonas cerca de poblaciones o cerca de 
fuentes de aguas negras, se deben tener las siguientes precauciones: 
Control microbiológico de muestras constantes de ostras en un laboratorio 
clínico (Wedler, Ibid., p. 69). 
Como cada vez es más frecuente la contaminación del agua en las zonas donde 
cultivan los bivalvos, se debe optar a hacer una depuración obligatoria de los 
moluscos bivalvos, previa a su comercialización, la cual se puede hacer 
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trasladando las ostras a otros sitios (no contaminados), tales como el mar, zonas 
estuarinas lejos de las poblaciones o a un sistema artificial con agua de mar 
controlada, durante al menos 48 horas, hasta que se compruebe que no tienen 
bacterias de origen fecal, como salmonelas, estreptococos y coliformes (Mas y 
Tiana, Op. cit., p. 46-47). Se debe tener cuidado de no producir cambios 
fisicoquímicos bruscos en el agua, para evitar desoves de las ostras, lo cual 
implica una gran pérdida de peso y por lo tanto disminución del valor comercial 
(según varios autores). 
Otro problema para el consumo de bivalvos son las mareas rojas, las cuales son 
fenómenos que se producen en las aguas costeras como consecuencia de la 
proliferación de organismos microscópicos pertenecientes al grupo de algas 
denominadas "Dinoflagelados", y se caracterizan por un cambio de color en el agua. 
Cuando los nutrientes inorgánicos se acumulan en las capas altas como 
consecuencia de afloramientos o de una gran estabilidad del agua, con poca 
turbulencia y coincidiendo con ciertos tipos de circulación, los dinoflagelados 
proliferan en gran número y no se diseminan, sino que quedan concentrados en 
zonas limitadas. El agua de éstas áreas adquiere entonces la coloración 
característica de éstos organismos. Muchas mareas rojas son inofensivas, a veces 
perjudican al resto de la flora y la fauna del entorno por disminuir o agotar el 
oxígeno del agua. Pero hay algunas especies de Dinoflagelados capaces de producir 
tóxicos muy potentes que dan lugar a grandes mortalidades de peces y otros 
114 
organismos. Entre ellas se encuentran varias especies de los géneros Gymnodinium 
y Gonyalulax. En algunas mareas rojas las toxinas de los dinofiagelados pueden 
afectar a los moluscos bivalvos, pero en otros casos el bivalvo no muere, sino que 
actúa como filtro y acumula el tóxico, siendo entonces un alimento contaminado 
peligroso para el posible consumidor. El consumo de moluscos bivalvos 
contaminados por toxinas de dinofiagelados puede dar lugar a 2 tipos de afecciones. 
Por un lado, una intoxicación entérica de carácter leve y sintomatología típicamente 
intestinal que remite con prontitud en la mayoría de los casos. Por otro lado, una 
intoxicación paralítica, más grave que puede causar la muerte en las personas 
afectadas en un 8,5% de los casos. Todavía no se ha descubierto un antídoto 
adecuado contra éstas toxinas, aún cuando se ha avanzado en las técnicas de 
detección y valoración en los alimentos sospechosos mediante bioensayos con 
ratones y otras pruebas químicas (Mas y Tiana, Ibid., p. 47-48). En todo caso, se 
debe tener control y prevención en el cultivo y procesamiento de bivalvos, para 
evitar riesgos en su consumo (según varios autores). 
2.3.5 Mejora genética e híbridos. Se han estudiado la obtención de ostras 
resistentes a enfermedades, principalmente contra el MSX, por selección artificial 
(Drinnan and Mefcos, 1961; Ritchie, 1961; Ritchie, 1964, 1966, 1968; Sprague et 
al., 1967), de ostras de una mayor rapidez de crecimiento uniforme y de ostras 
capaces de sobrevivir a una gran variedad de cambios fisiológicos (variaciones 
extremas de temperatura, salinidad, turbidez, etc.). La dificultad radica en el poco 
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conocimiento de la genética de los moluscos y en que no se sabe hasta dónde es 
genéticamente controlada la variabilidad y hasta dónde es dependiente del ambiente. 
Debido al esperado vigor de los híbridos, se han hecho multitud de cruces de varias 
especies de Crassostrea (Price y Maurer, 1969), utilizando métodos artificiales. Se 
han conseguido híbridos viables entre las especies C. angulata, C. gigas, C. 
rhizophorae y C. virgínica, aunque todavía no se ha demostrado su utilidad (Coll, 
Op. cit., p. 129-130). 
2.3.6 Equipos, materiales y sistemas alternativos 
2.3.6.1 Aireación. La aireación, adición al agua de oxígeno o aire que contiene 
oxígeno, es un proceso crítico para acuacultores y pescadores. Las especies 
acuáticas importantes para interés comercial o deportivo requieren de oxígeno, 
inclusive las plantas fotosintéticas necesitan oxígeno en la oscuridad. La 
transferencia del oxígeno es del aire al agua, excepto por periodos de alta actividad 
fotosintética, la cual es llevada a cabo por una cantidad muy grande de planta. 
2.3.6.1.1 Proceso de transferencia. La transferencia de oxígeno en el agua puede 
ser vista como un proceso de 3 pasos: 
La transferencia de oxígeno en la interfase gas a la gas-líquido. 
Transferencia a través de la interfase gas-líquido. 
Transferencia de oxígeno que se encuentra lejos de la interfase hacia el líquido. 
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El primer paso es llevado a cabo mediante una combinación de corriente de difusión 
y de convección en el gas y esto es un proceso relativamente rápido. La 
transferencia a través de la interfase gas-líquido, llamada película superficial, ocurre 
a través de una capa muy pequeña en grosor. Sin embargo, ésta transferencia es un 
proceso estrictamente de difusión. La difusión de oxígeno a través del agua es 
relativamente lenta. El flujo laminar o condiciones de quietud dan como resultado 
una capa bien desarrollada de bastante grosor. La difusión a través de la capa 
superficial es un proceso de transferencia que limita las proporciones bajo 
condiciones de flujo laminar o de quietud. El tercer paso en el proceso de 
transferencia es el movimiento del oxígeno hacia la masa del líquido. Dado que la 
difusión del oxígeno a través del agua ocurre lentamente, ésta transferencia es 
realizada en gran medida por la convección. 
2.3.6.1.2 Tipos de aireadores. Existen 4 tipos básicos de aireadores: de gravedad, 
de superficie, difusor y de turbina. Existen también varios aireadores que combinan 
dos o más de éstos tipos que combinan en una sola unidad. Las aplicaciones 
acuaculturales deben mantener al menos 3 mg/1 de oxígeno y usualmente más. 
1. Aireadores por gravedad: utilizan la energía liberada cuando el agua pierde 
altitud al aumentar el área superficial aire-agua, por lo tanto se incrementa la 
concentración de oxígeno en el agua. En corrientes naturales turbulentas el 
movimiento de la corriente provoca que el agua superficial cambie 
continuamente mejorando así el rango de transferencia de oxígeno. Un ejemplo 
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de éste caso son las cataratas donde el agua cae y se rompe en gotitas 
aumentando su área superficial por varios órdenes de magnitud. Los aireadores 
por gravedad son altamente usados por sistemas de cultivo debido a que son 
baratos y fáciles de construir. Independientemente del diseño del aireador, el 
rendimiento del mismo está directamente relacionado con s facilidad para 
incrementar el área superficial con respecto al radio de volumen y la cantidad de 
turbulencia. 
Aireadores de superficie: son dispositivos que agitan la superficie del agua de 
tal forma que se logran proporciones considerables de transferencia de oxígeno. 
Una bomba rociando agua hacia el aire (por ejemplo una fuente) es un aireador 
de superficie simple. El agua bombeada a través de una boquilla a una 
velocidad tal que golpea la superficie libe del agua es otro tipo de aireador de 
superficie, también conocido como un aireador de boquilla. 
Aireadores difusores: inyectan aire con oxígeno a un cuerpo de agua en forma 
de burbujas y así el oxígeno es transferido de las burbujas al agua por difusión a 
través de la capa de líquido. Debido a que las burbujas se desplazan en el agua 
por una columna de agua, existe un movimiento relativo entre el agua y las 
burbujas, esto causa una circulación y renovación del área de superficie en 
contacto con la burbuja, lo cual incrementa la transferencia de oxígeno. 
Aireadores de turbina: los aireadores de turbina simple consisten en una propela 
sumergida en el fluido que va a ser aireado. Conforme al rotamiento de la 
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propela, el líquido circula causando mayor aireación en la superficie. En 
algunos casos se combinan con un aireador difusor. 
2.3.6.1.3 Selección del aireador. La selección del aireador para un sistema 
particular depende de las características, economía, disponibilidad del aireador y 
algunos otros factores. Los aireadores de superficie tienden a tener los mejores 
rendimientos de transferencia de oxígeno y son frecuentemente empleados debido a 
que sus costos de inversión y operación hacen de ellos la elección más económica. 
Los aireadores difusores frecuentemente pueden ser usados como bombas 
elevadoras de aire y como aireadores. Los aireadores de gravedad proveen de la 
elección más económica cuando existe la suficiente carga; esto es, cuando los 
aireadores pueden ser usados sin bombeo. Para determinar el número de aireadores 
y su configuración o patrón de instalación se recomienda hacerlo de la siguiente 
manera: 
Determinar la demanda de oxígeno del sistema incluyendo la demanda química y 
biológica. 
Seleccionar el tipo de aireador basándose en las necesidades particulares del 
sistema y en la situación económica. 
Determinar el rendimiento de aireación del aireador seleccionado a partir de los 
datos del fabricante. 
Corregir los datos del fabricante para temperatura, gradiente de oxígeno y 
característica del líquido. 
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Seleccionar un tamaño estándar de aireador que iguale la aireación que se 
proveerá sobre el volumen total a ser aireado. 
Determinar el número de aireadores requeridos. 
Localizar los aireadores en el sistema con iguales volúmenes de líquido aireado 
por cada aireador (Wheaton, 1993, 639-671). 
2.3.6.2 Desinfección. Las empresas acuacultoras comercialmente factibles deben 
controlar enfermedades y predadores. El grado de control requerido depende de la 
intensidad del cultivo y del capital invertido. A medida que los reglamentos sobre 
descargas son más estrictos y que el uso de agua en servicios recreativos se 
incrementa, la economía de los sistemas cerrados y semicerrados tiende a ser más 
favorable. Las enfermedades más importantes causantes de mortandades en masa en 
organismos acuáticos cultivados son originadas por bacterias, virus y otros 
organismos unicelulares. Hay varios organismos que causan enfermedades y que 
existen en diferentes etapas de su ciclo de vida como esporas o como un organismo 
viable. En general es más fácil matar un organismo como tal, que a una espora. La 
desinfección es, por lo tanto, la introducción de un sistema o procedimiento para 
controlar los organismos que puedan causar daños a los organismos cultivados o al 
consumidor de éstos organismos. La esterilización es la destrucción total de todos 
los organismos que viven en un volumen de agua, a diferencia de la desinfección, la 
cual es la destrucción de casi todos los organismos dañinos al usuario de ésa agua. 
Se debe tener claro la necesidad de utilización de éstos procedimientos para el 
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cultivo, ya que se pueden destruir organismos que sirven como alimento o 
microorganismos útiles como bacterias nitrifricadoras. La desinfección puede ser 
realizada por varios métodos, incluyendo el uso de radiación ultravioleta (Uy), calor 
o métodos químicos. De los métodos químicos los mas ampliamente empleados son 
los de cloro y ozono, aunque también pueden ser utilizadas otras materias, con 
diferentes resultados. En segunda categoría, se encuentran ciertos iones metálicos 
tales como la plata, ciertos álcalis ácidos, algunos compuestos químicos activos 
superficiales y varios oxidantes químicos como yodo, bromo, permanganato de 
potasio y peróxido de hidrógeno. 
2.3.6.2.1 Cloración. El cloro ha sido usado ampliamente durante arios para la 
desinfección de aguas, particularmente aguas de desecho. Aunque se pueden usar 
varias formas de cloro, generalmente se emplea el gas (C12) y el hipoclorito (OC1) 
así como hipoclorito de sodio o calcio. El cloro y la cloramina (cloro combinado 
disponible) pueden ser eliminados del agua mediante técnicas químicas o de 
adsorción. La adsorción sobre carbón activado es efectiva. Reduciendo agentes 
tales como tiosulfato de sodio y sales ferrosas también se puede eliminar el cloro y 
las cloraminas del agua (Coventry, 1935). El cloro también puede ser eliminado con 
aireación; la aireación completa da buenos resultados, pero algunos investigadores 
expresan dudas acerca de que la aireación sea completamente efectiva en la 
eliminación de todas las cloraminas, particularmente en aguas que contengan una 
importante cantidad de materia orgánica. 
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2.3.6.2.2 Calor. El agua se puede desinfectar o esterilizar calentándola a 
temperatura suficientemente alta que se mantiene durante un periodo de tiempo 
ajustado. De ésta manera se pueden eliminar microorganismos como bacterias, 
virus y hongos, además de otros organismos no deseados. La desventaja de emplear 
éste método es el gasto de energía. El agua desinfectada con calor debe ser enfriada 
antes de ser usada para el cultivo, lo cual también puede incrementar el gasto de 
energía, por la utilización de un método de refrigeración. 
2.3.6.2.3 Luz ultravioleta (UV). Downs y Blunt (1978) declaran que la luz solar 
podía destruir algunas bacterias. En la última década del siglo XIX, Ward (1983) 
confirmó que la porción ultravioleta del espectro solar era la responsable de la 
eliminación de bacterias por acción de la luz solar. La radiación ultravioleta incluye 
longitudes de onda que van desde aproximadamente 150 Á, el final del rango de 
longitudes de onda de los rayos X, hasta 4000 Á, la longitud de onda visible más 
baja. El efecto destructivo de luz UV sobre bacterias, hongos, virus y otros 
pequeños organismos está en función de la longitud de onda. La longitud de onda 
más efectiva es de 2600 Á. A ambos lados de éste valor la efectividad bactericida 
decae rápidamente (Koler, 1965). Hasta ahora se desconocen los mecanismos por 
los cuales la luz UV causa la muerte de los organismos. No obstante, existen 
considerables evidencias que indican que sucede cierta interacción de la luz 
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ultravioleta con los ácidos nucleicos. Phillips y Hanel (1960) postularon que parece 
ser que la reacción fundamental es fotoquímica. 
2.3.6.2.3.1 Lámparas. Muchos tipos de lámparas producen radiación ultravioleta, 
pero casi todas las que emiten radiación ultravioleta significativa contienen vapor de 
mercurio. La corriente eléctrica que pasa a través del vapor excita los átomos de 
mercurio a varios estados de energía. A medida que los átomos retornan a estados 
de energía menores emiten radiación de longitudes de onda defmidas (Phillips y 
Hanel, 1960). Muy bajas presiones de mercurio (53 a 267 Pa) son características de 
lámparas de vapor de mercurio de baja presión. Aunque existen lámparas con altas 
presiones (0,5 x 105 a 76 x 105 Pa), las lámparas de baja presión son más 
ampliamente usadas por varias razones; primero porque son relativamente baratas. 
Segundo, las lámparas de vapor de mercurio de baja presión emiten más o menos el 
95% de su radiación en un estrecho rango centrado alrededor de los 2537 A. Ésta 
longitud de onda de emisión es muy cercana a 2600 A, la longitud de onda que tiene 
la acción germicida más efectiva. Existen tres tipos diferentes le lámparas de vapor 
de mercurio a baja presión: la de cátodo caliente, la de cátodo frío y lámpara 
germicida de alta intensidad. Las lámparas de cátodo caliente operan con bajo 
voltaje, utilizando un "ballast" (balasto) similar al de lámparas fluorescentes 
estándar. El encendido se facilita por la adición de gas de argón y el uso del 
dispositivo para recalentar los electrodos. Las lámparas de cátodo frío producen la 
misma magnitud de emisión de radiación ultravioleta que la lámpara de cátodo 
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caliente en proporción con los watts de la lámpara. No obstante, éstas tienen ciertas 
ventajas y desventajas con relación a la lámpara de cátodo caliente, el encendido de 
la lámpara no es un problema para la de cátodo frío, debido principalmente a que 
requieren de un alto voltaje para encender y funcionar. Éstas lámparas contienen 
argón y neón además del vapor de mercurio (Phillips y Hanel, 1960). Las lámparas 
germicidas de alta intensidad, también conocidas como lámparas germicidas 
Slimline son una combinación de las lámparas de cátodo frío y caliente. Las 
lámparas germicidas de alta intensidad utilizan alto voltaje para el encendido de los 
cátodos fríos; una vez encendida funciona con cátodos calientes. La principal 
ventaja de éstas lámparas es su emisión, la cual es superior a la de las lámparas de 
cátodo frío y caliente. Éstas lámparas producen una cantidad insignificante de 
ozono, aunque pueden ser ordenadas con vidrio especial para asegurar una limitada 
producción de ozono. 
2.3.6.2.3.2 Diseño de unidades de desinfección. Generalmente se usan dos 
diseños principales de desinfección UV: el sistema suspendido y el sumergido. El 
primero puede o no emplear reflectores y el segundo puede o no utilizar el contacto 
directo del tubo con el agua. 
1. Sistemas suspendidos: las lámparas Uy se encuentran suspendidas en sentido 
perpendicular al flujo de agua que pasa por debajo de ellas. Los diseños típicos 
sitúan las lámparas de 10 a 20 cm sobre la superficie del agua. La mayor ventaja 
de éste diseño es que la lámpara opera en el aire, de aquí que la temperatura del 
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agua no tiene una apreciable influencia sobre la emisión de la lámpara, 
particularmente si el área de la lámpara se encuentra bien ventilada con aire a 
temperatura ambiente. 
2. Sistemas sumergidos: se utilizan con una lámpara sumergida o rodeada por 
agua. La lámpara de UV se encuentra situada en el centro de la cámara 
cilíndrica y conectada a una fuente de energía. La lámpara esta dentro de un 
tubo de cristal transmisor de Uy o cristal de cuarzo. Éste tubo impide que exista 
contacto del agua con la lámpara pero permite que la radiación Uy sea absorbida 
por el agua y los microorganismos que se encuentran en ella. 
2.3.6.2.4 Ozono (03). Ha sido reconocido como "agente purificador" desde 1782 
(Phillpips y Hanel, 1960). El primer intento de esterilizar el agua con ozono se 
registró en 1893, y la primera vez que se utilizó el ozono comercialmente para la 
desinfección de agua municipal fue durante el ario 1906 en Niza, Francia. Ozono, la 
molécula triatómica de oxígeno, se forma cuando las moléculas de oxígeno son 
excitadas lo suficiente como para descomponerse en oxígeno atómico. Las 
colisiones entre éstos átomos de oxígeno provocan la formación de ozono. La 
efectividad del ozono como desinfectante está en función del tiempo de contacto y 
de la dosis. El ozono reacciona rápidamente en comparación con componentes tales 
como el cloro; el cloro se tiene que disociar en el agua antes que adquiera toxicidad, 
mientras que el ozono es tóxico al contacto. La efectividad del ozono es menos 
afectada por el pH y la temperatura que la del cloro, sin embargo parece ser que el 
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ozono es ligeramente más efectivo a un pH de 6 que a un pH de 8 (Leiguarda el al., 
1949; Smith y Bodkin, 1944). El ozono, a diferencia del cloro no reacciona 
apreciablemente con el amoniaco (Nebel et al., 1975). Ésto también permite que el 
ozono reaccione más rápidamente que el cloro. En comparación con el cloro, el 
ozono es un oxidante dos veces más poderoso. Elimina los virus y bacterias con la 
misma rapidez y efectividad. Las dosis y los tiempos de contacto son normalmente 
menores para el ozono que para el cloro produciendo resultados iguales. El ozono 
es directamente tóxico para organismos acuáticos y para el hombre (Wheaton, Ibid., 
p. 601-635). 
2.3.6.3 Filtración 
2.3.6.3.1 Filtro biológico. La filtración biológica es la conversión de amoniaco a 
nitrito y nitrito a nitrato. Los diferentes pasos de éste proceso se llaman 
colectivamente ciclo del nitrógeno (Figura 11). Ésta conversión es muy importante 
en los cultivos de organismos acuáticos porque el amoniaco es un desecho 
metabólico altamente tóxico que se descarga directamente en las excreciones de los 
organismos cultivados y que se genera como un subproducto por muchas bacterias. 
El nitrito es menos tóxico que el amoniaco (corno NH3), aunque la toxicidad del 
nitrito puede ocurrir en concentraciones menores de 2,5 ppm para algunas especies 
(Wesdin, 1963). El nitrato es considerado relativamente no tóxico para la mayoría 
de los organismos acuáticos (Wheaton, Ibid., p. 553). Generalmente los filtros 
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biológicos consisten en una fase sólida porosa sobre la cual crecen bacterias, 
hongos, microfauna (flagelados, rhizopodos, ciliados, rotíferos) y macrofauna 
(gusanos, larvas de insectos) (Wedler, Introducción a la acuacultura, Op. cit., p. 
103). Las bacterias extraen sus nutrientes, oxígeno y otras necesidades para su vida, 
del agua que pasa por la parte sólida del filtro, realizando el proceso de 
transformación de la materia orgánica en nitrato; y los demás organismos además de 
extraer nutrientes y oxígeno del agua, contribuyen en la disminución del tamaño del 
material orgánico, transporte de oxígeno en el sistema y en el caso de la macrofauna, 
control de bacterias y microfauna (según varios autores). Un filtro biológico simple 
consiste en una caja llena de rocas. El agua entra por la parte superior, pasa hacia 
abajo a través del filtro y sale por un drenaje en la parte inferior de la caja. Pueden 
ser de dos tipos: los filtros sumergidos en los que la fase sólida se mantiene 
completamente sumergida, los cuales pueden recibir un flujo desde abajo o un flujo 
desde arriba, y los filtros por goteo que son filtros biológicos en los que el nivel del 
agua se mantiene por debajo del fondo del filtro; así, el agua se aplica a la parte 
superior del filtro, comúnmente de forma intermitente, en un volumen suficiente 
para mantener una capa de agua en la fase sólida, pero no hay suficiente agua para 
llenar los poros entre las piezas del sustrato sólido (por ejemplo rocas); esto permite 
un flujo de agua hacia abajo y una aireación natural por el movimiento del aire a 
través del filtro (Wheaton, Op. cit., p. 553-555). En todos los casos, el sustrato no 
debe permanecer mucho tiempo sin contacto con el agua, ya que los organismos que 
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ORGANISMOS DEL CULTIVO 
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Proteína, urea, aminoácidos, etc. 
 
 
u. 
 
 
Bacterias + 02 
 
PLANTAS AMONIO (NH4+) con pH alta, 
AMONIACO (NH3) 
Bacterias (NITROSOMAS) + 3/2 02 
1/con pH bajo 
ÁCIDO NITROSO (w02) NITRITO (NO2 ) 
Bacterias (NITROBACTER) + 1/2 02 
NITRATO (NO3 ) 
PLANTAS 
Figura 11. Sucesión en la nitrificación (según varios autores, modificado). Tornado 
de Wedler, 1998. 
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viven en el filtro mueren si las condiciones se vuelven anaeróbicas (Wedler, 
Introducción a la acuacultura, Op. cit, p. 103). 
2.3.6.3.2 Filtro de espuma. El fraccionamiento de espuma es un proceso para 
concentrar materiales disueltos por la adsorción de uno o más solutos en la 
superficie de burbujas. La adsorción concentra el soluto en la superficie de la 
burbuja. La eliminación de la espuma formada por las burbujas en la superficie del 
líquido remueve el soluto concentrado. El fraccionamiento de espuma se ha 
utilizado para separar o purificar una gran variedad de materiales. Rubin y Gaden 
(1962) dan la relación de 92 elementos y/o compuestos que se han purificado, 
concentrado o separado por éste método. Es significativo que algunos iones que se 
encuentran en el agua de mar (por ejemplo Ca, Cu, Mg, Mn) se incluyen en ésta 
lista. Se ha utilizado el fraccionamiento de espuma para extraer materiales 
orgánicos disueltos de los sistemas de cultivos de peces o crustáceos (Dwivedy, 
1973; Spotte, 1970; Wheaton, 1973; Lomax y VVheaton). La eliminación de 
compuestos orgánicos en el agua de cultivo, reduce la generación de amoniaco al 
extraer los materiales proteínicos originales antes de la descomposición bacteriana 
(Dwivedy, 1973). Por lo tanto, éste proceso disminuye de la DBO, la DQO y la 
acumulación de nitratos en el agua de cultivo (Dwivedy, 1973; Lomax, 1976). Ya 
que éste proceso elimina los compuestos orgánicos disueltos, muchos de los cuales 
son ácidos orgánicos. El fraccionamiento ayuda a controlar el pH del cultivo 
(Dwivedy, 1973). Éste proceso es aplicable para eliminar solutos superficiales 
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activos o solutos que se pueden hacer activos en la superficie por la adición de un 
agente activo apropiado, agente de quelatación superficial o químico. El 
fraccionamiento actúa mejor con una baja concentración de solutos, por ésto la 
concentración y separación de solutos a partir de soluciones diluidas es su más 
importante utilización. También es útil para concentrar y separar enzimas, 
proteínas y materiales biológicos similares que son sensitivos al calor, cambios de 
pH, solventes y otras variables. Sin embargo, parece ser que algunas proteínas 
sufren una desnaturalización en una interfase líquido-gas (Schnepf y Gaden, 1959). 
Modos de operación 
Existen muchas configuraciones físicas de recurso de fraccionamiento de espuma, 
pero solo existen cuatro modos generales de operación: 
Modo simple: la solución alimentadora entra por debajo del nivel del líquido, se 
remueve la espuma en la parte superior y el líquido "limpio" se extrae por el 
fondo. 
Modo enriquecedor: una porción de espuma derramada se regresa a la columna 
y se permite que se drene hacia abajo a través de la espuma que se está 
formando. Esto permite la concentración de soluto en la espuma al sustituir el 
líquido que rodea a la burbuja con la espuma derramada, la cual tiene una 
concentración mayor de soluto, éste es el origen el término modo enriquecedor. 
Modo de despojado: la válvula de alimentación se une por arriba de la interfase 
agua-espuma, forzando a la solución alimentadora que corra hacia abajo sobre la 
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espuma. Por lo tanto, el agua transportada hacia arriba con la espuma es lavada 
con solución alimentadora hasta que tenga la misma concentración. 
4. Modo de operación combinado: debido a que comúnmente se desea tener las 
mayores concentraciones de soluto posibles en la espuma y las menores de 
concentraciones de soluto en el fondo, algunas veces se combinan los modos 
enriquecedor y de despojado, en lo que se llama el modo de operación 
combinado. 
Además de los cuatro modos de operación antes mencionados, se utiliza otro 
esquema de clasificación (Spotte, 1970) que se designan ya sea como 
fraccionamiento de espuma de corriente directa o de contracorriente. La unidad de 
fraccionamiento de corriente directa se parece mucho a una bomba de burbuja o 
elevadora de aire en la que el aire se inyecta por el fondo de una columna de agua y 
el agua viaja hacia arriba. La unidad de contra corriente obliga al agua moverse 
hacia abajo mientras que el aire fluye hacia arriba. El aire y el agua fluyen en 
direcciones opuestas a la unidad de contracorriente, aumentando el tiempo de 
contacto entre el aire y el agua y el rendimiento del fraccionador. 
Otro diseño de fraccionador de espuma consiste en un venturi externo u orificio que 
forza el aire dentro del agua. La mezcla aire-agua se bombea en la colunma. Éste 
sistema requiere solo de una bomba de agua y una restricción en la línea (por 
ejemplo venturi, orificio, etc.) capaz de bajar la presión por debajo de la presión 
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atmosférica. El sistema forza el aire sin utilizar una bomba de , pero requiere 4 
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una cierta caída de presión en la línea que alimenta el agua. La r 17d9Hmajidéstá 
en función de venturi u orificio, razón de flujo de alimentación y relaciones de 
presión en el venturi u orificio. 
El fraccionamiento de espuma genera una mejor espuma en el sistema de agua 
salada pero también se aplica a los cultivos en agua dulce, si se tienen 
concentraciones orgánicas relativamente altas. Existe una especulación considerable 
sobre si el fraccionamiento de espuma puede remover algunos de los iones 
inorgánicos menores del agua salada. Se necesita más investigación sobre éste tema 
(Wheaton, Op. cit., p. 536-553). 
2.3.6.3.3 Filtro de luz ultravioleta (Ver 2.3.6.2.3). Los filtros de luz UV se 
utilizan en la preparación del agua potable, en la purificación de moluscos 
contaminados y en algunos casos en el tratamiento del agua para la acuacultura. La 
dosis mínima para dar un efecto en el agua potable es 25 mJ/m2, lo que es igual a 25 
mWs/cm2 y a 250 Ws/m2. Los filtros funcionan solo si los rayos UV llegan 
directamente a los agentes patógenos que pasan lentamente cerca de la fuente de luz. 
Partículas de sedimentos en el agua protegen los agentes; por lo tanto, se debe filtrar 
el agua previamente y limpiar constantemente las paredes del filtro. Para tener un 
óptimo efecto del filtro de luz UV se requiere un flujo de agua muy lento. Para el 
uso en acuario se encuentra en el comercio filtros de luz UV en el fotorreactor; los 
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más usados son los de 15 y 30 watts. Ejemplo de efectividad de 15 watts con 
diferente flujo de agua: 450 1/11 — 90% de bacterias eliminadas y 2001/h — 99% de 
bacterias eliminadas. 
2.3.6.4 Bombas sumergibles. Son útiles para el bombeo de emergencia, para 
desocupar estanques, para llenar tanques de transporte, operaciones de cosecha y 
para la recirculación de agua en sistemas semicerrado y/o cerrados. El agua actúa 
como sistema de enfriamiento pudiéndose usar por horas sin problemas. Son 
silenciosas y económicas en el consumo eléctrico; generalmente son resistentes a la 
corrosión gracias a los materiales con que son construidas (HC Acuacultura Ltda.). 
El tipo y el tamaño se eligen de acuerdo a las especificaciones de la misma y a las 
necesidades del sistema de cultivo (según varios autores). 
2.4 OSTRICULTURA EN LA CGSM 
La CGSM es el estuario más grande de la Costa Atlántica (Figura 12). Está situada 
al noroeste del departamento del Magdalena y se encuentra separada del mar por la 
Isla de Salamanca. Su extensión es de 450 km2, de la cual según Squires y Riveros 
(1971) 50 km2 
 se consideran aptos para la explotación del ostión. La profundidad 
varía entre 1-2 metros y el fondo es en general fangoso presentándose en algunas 
regiones mezclado con conchas de moluscos. El intercambio con el mar se realiza 
por medio de la "Boca de la Barra", una apertura de 200-300 metros de ancho al 
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noroeste de la Ciénaga y una profundidad promedio de 4,5 m. Por el oeste se 
comunica con el río Magdalena a través del caño Clarín. En la región oriental y sur 
recibe los aportes de varios ríos, que descienden de la Sierra Nevada de Santa Marta. 
A finales del año 1999, la CGSM presentó una baja en la salinidad llegando a 0%0. 
La CGSM fue una de las zonas de producción más importante de productos 
pesqueros obtenidos de forma artesanal. Actualmente su productividad ha 
disminuido considerablemente. Según los pescadores hace más de 30 años, cuando 
la Ciénaga se encontraba ampliamente comunicada con el mar, los bancos de ostras 
eran tan extensos que los aprovechaban como minas de cal. Desde la construcción 
de la carretera de comunicación entre las ciudades de Santa Marta y Barranquilla, la 
zona de bancos disminuyó, extendiéndose en su mayoría en cercanías a la zona de 
contacto con el mar (Wedler, 1976). Sin embargo, la pesca de la ostra era 
relativamente constante, estimada alrededor de 300 toneladas de carne al ario. La 
pesca se practicaba recogiendo el producto con las manos. Wedler en 1976, reportó 
que la forma de pesca se mantuvo hasta la fecha en forma primitiva. Basado en 
esto, surgió la iniciativa por el mejoramiento de producción de la ostra, para lograr 
un aumento en la producción. 
2.4.1 Proyecto especial de COLCIENCIAS "Ostricultura en la CGSM". En el 
ario de 1976 INVEMAR e INDERENA iniciaron estudios básicos sobre las 
posibilidades de un futuro cultivo de ostras en la CGSM. El estudio se realizó en 
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Figura 12 Mapa de la Ciénaga Grande de Santa Marta. 
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Santa Rosa, región localizada en el norte de la Ciénaga, a orillas de la Isla de 
Salamanca. La profundidad de ésta zona varió entre 0,5 y 1,7 metros en el tiempo 
seco y el fondo se caracterizó por una mezcla de fango, arena y conchas. Se hizo un 
gran énfasis en el estudio de las condiciones ecológicas del medio ambiente de la 
ostra, en combinación con experimentos sobre la biología y ecología de la misma y 
ensayos de diferentes métodos de recolección de semillas. Las condiciones 
ecológicas fueron en la mayor parte del tiempo óptimas para el desarrollo de la ostra 
(Tabla 10). Las limitaciones se presentaron solo en épocas extremas de lluvias, 
cuando la salinidad se mantenía por más de tres semanas alrededor de 0%0. Las 
corrientes se presentaron de forma permanente durante todo el ario. 
Tabla 10. Condiciones ecológicas básicas para la ostra en la Ciénaga Grande de 
Santa Marta. 
Factor Condición (registrado hasta 1981) Influencia a la ostra 
Salinidad 0 — 40 %o + (menos en el caso de un invierno 
largo). 
Temperatura 26 — 34°C + 
pH 6,4 — 9.3 
Oxígeno 3 —6 (max. 11,3 ppm) + 
Corriente Constante, a veces fuerte. + 
Sedimentación En el invierno alto en el fondo. 
Bajo en la superficie 
— 
+ 
Alimentación Normalmente muy alta. 
En la época de agua dulce muy baja 
+ 
_ 
Depredación Gastrópodos y cangrejos (número 
de las especies muy limitado) 
Enfermedades Hasta el momento nada significante + 
Competencia por espacio Balanides = la ostra crece más 
rápido. 
Hidroide y Brachidontes y. = en la 
época de la fijación. 
+ 
_ 
+ = positivo: — = negativo; ++— = más positivo que negativo. 
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Se encontraron larvas de ostras en el plancton en todo el año y así mismo se 
obtuvieron semillas fijadas. Los picos máximos de desoves se presentaron después 
de las épocas de lluvias, cuando la salinidad alcanzaba la salinidad óptima para la 
ostra. También se presentaron desoves masivos cuando la salinidad aumentó 
considerablemente después de haberse encontrado en valores bajos. De ésta manera 
se produjeron varios picos de desoves al ario. Para su fijación las larvas prefirieron 
zonas oscuras en sustratos duros, más o menos lisos y no muy flexibles. Se 
presentaron dos periodos de alta fijación, de Mayo a Junio y de Septiembre a 
Octubre; sin embargo, en otros periodos también se detectaron altas fijaciones como 
por ejemplo el mes de Enero de 1978. Se probaron los siguientes sustratos para la 
fijación: 
Láminas de eternit: la fijación en éste material resultó muy buena, pero las 
ostras jóvenes no se pueden desprender, porque se fijan demasiado fuerte. El 
promedio de fijación es de 800— 1.200/m2. 
Lámina de eternit cubierta con brea: poca o ninguna fijación. 
Tabla de madera forrada con polietileno: muy poca fijación. 
Ramas y trocitos de mangle: muestran una buena fijación, pero las ostras tienen 
formas irregulares y la madera se pudre rápidamente. Además es muy laboriosa 
su construcción. 
Llantas viejas: la fijación en la sombra es satisfactoria, pero las semillas se fijan 
fuertemente y el desprendimiento es dificil, dañándose la mayoría de las ostras. 
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Collares de valvas de ostras, la fijación en éste sustrato es muy buena, 
encontrándose hasta 8 semillas por valva, pero la construcción es laboriosa. El 
promedio de fijación es alrededor de 3.000 semillas/m. 
Canastas planas llenas de valvas de ostras: La recolección se considera alta, 
obteniéndose más o menos 5.000 semillas/m2. 
Láminas de polipropileno: la fijación en éste material es alta y tiene la ventaja 
de que las ostras se pueden desprender con gran facilidad. Al utilizar éste 
material en la sombra se incrementó la fijación de 1.200 a 10.000 semillas/m2. 
Recolección con conchas esparcidas en el fondo: la fijación con éste método es 
muy buena, pero en la práctica resulta muy laboriosa. Sin embargo, sería un 
sistema recomendable para la repoblación de bancos naturales. 
El engorde se realizó de tres maneras: 
Cultivo en el fondo: se utilizó un corral de (30x10x1)m cercado con alambre 
galvanizado como protección contra predadores. La profundidad no pasó los 30 
cm y el fondo estuvo constituido por conchas y arena. Se observó que la ostra 
desarrolló valvas gruesas y mucha carne cuando creció sola, pero se fijaron 
muchas semillas formando así un banco en poco tiempo. Éstas aglomeraciones 
de ostras se caracterizaron por tener forma muy irregular. Por efecto de las 
corrientes llegaron masas de sedimentos al cultivo, cubriendo las ostras y 
causando gran mortalidad. Al nivel de la superficie la malla galvanizada se 
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deterioró rápidamente. Éste método se puede emplear cuando se busca 
aprovechar únicamente la carne. 
Cultivo en canastas colgantes; se emplearon canastas abiertas elaborados con 
marcos de tubo plástico o marcos de madera unidos con malla de alambre 
galvanizado para zaranda y con malla para gallineros cubiertos con brea, además 
se emplearon sacos y cajas de ésta misma malla. De ésta manera las ostras se 
mantuvieron protegidas contra los predadores. Por el movimiento del agua las 
ostras se mueven dentro de las canastas obteniéndose así ostras de forma regular. 
Las canastas se mantuvieron sumergidas durante todo el tiempo en marea baja. 
El cultivo en canastas se utilizó hasta que las ostras alcanzaron entre 5 y 6 cm, 
después de ésta talla se transportaron en canastas abiertas colgadas a una 
profundidad de 30 a 50 cm hasta su tamaño comercial. Éste sistema presentó las 
siguientes ventajas: 
Las valvas son más ligeramente delgadas y ligeras que las del fondo, lo cual es 
una alternativa más económica para el posible transporte en avión, que es 
importante en el caso de exportación. 
La ostra alcanza tallas más altas. 
El rendimiento de carne es mayor al tener forma regular y la valva inferior es 
más cóncava. 
Los parásitos y los competidores tienen menor influencia que en las ostras del 
fondo. 
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En el agua superficial donde hay mayor luz se fijan menor cantidad de semillas a 
las ostras cultivadas. 
De acuerdo a la exposición del movimiento del agua se puede influir en la forma 
de la concha. 
La protección contra los predadores, el mantenimiento y la limpieza es más fácil 
en canastas cerradas, ya que se pueden sacar del agua y exponer por algunas 
horas de secamiento. 
El incremento de carne de la ostra en la superficie es de 20 a 30% en relación con 
zonas más profundas. Se determinó una mortalidad natural (bancos, raíces de 
mangle) del 40% registrada en 8 meses, en el cultivo de canastas abiertas fue del 
12% y en canastas cenadas del 2% durante el mismo tiempo. Los factores causantes 
de la mortalidad fueron: 
Factores fisicoquímicos: valores extremos en la temperatura y la salinidad, falta 
de oxígeno, sedimentación y contaminación química. 
Factores bióticos: depredadores y contaminación biótica (bacterias). 
2.4.2 Contribución al desarrollo de la ostricultura en la CGSM. Entre abril de 
1990 y marzo de 1991 Barliza y Quintana llevaron a cabo en la CGSM un estudio 
basado en la implementación de tres sistemas de cultivo: canastas, collares y fondo, 
el cual pretendía encontrar cual de los tres sistemas de cultivo presentaba los 
mejores rendimientos y mejor disponibilidad por parte de los sacadores del ostión de 
la zona. 
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En la CGSM la ostra representa un importante recurso pesquero costanero, sin 
embargo, con el aumento de las necesidades económicas de los pescadores se 
incrementó la explotación del recurso, lo que ha provocado una disminución de las 
poblaciones en las áreas de producción natural (Wedler, 1980) (Barliza y Quintana, 
Op. cit., p. 1). 
Barliza y Quintana (1992) consideraron que la ostricultura en la CGSM representa 
parte de la solución a la explotación excesiva de los bancos naturales. Con ésta 
actividad se busca incrementar la producción de ostras para el consumo, con el 
consiguiente beneficio de la economía de las comunidades (Barliza y Quintana, 
Ihid., p. 4-5). 
En la CGSM se realizó un proyecto tendiente al desarrollo de la pesca marítima, en 
el cual se evaluó una producción potencial de ostras Crassostrea rhizophorae cerca 
de 25.000 ton/ario. Éstos resultados iniciales originaron el interés de estudiar la 
especie y su factibilidad de cultivo. Se determinaron dos sistemas de cultivo como 
los más viables desde el punto de vista técnico y económico; el primero es el cultivo 
de fondo en el cual se enriquecen los bancos naturales, el segundo sistema es el 
cultivo en collares que ofrecen mejores ventajas de producción y calidad 
(INDERENA-FAO, 1971) (Barliza y Quintana, Ibid., p. 9-10). 
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Wedler (1980), en su estudio "Colectores experimentales de larvas y crecimiento de 
la ostra Crassostrea rhizopho rae Guilding en la CGSM" utiliza los métodos que 
mejor se adaptan a las condiciones locales para la recolección de larvas así como 
para el crecimiento de la ostra. Entre los colectores de larvas utiliza raíces o ramas 
de mangle, llantas de automóvil, conchas de ostras, bandejas plásticas y láminas de 
eternit (Barliza y Quintana, Ibid., p. 20). 
Escobar investigó entre 1985 y 1986 la calidad bacteriológica de 20 muestras de 
ostras de mangle Crassostrea rhizophorae procedentes de dos áreas de crecimiento 
localizadas en la CGSM. Se encontró que tanto en las áreas distantes de los núcleos 
humanos los niveles de contaminación fecal presentes en el agua y en las ostras 
llegan a superar los límites establecidos por las normas internacionales, 
constituyendo potencialmente un riesgo para el consumo humano. La condición no 
satisfactoria de los bivalvos es el producto del vertimiento continuo de aguas 
residuales domésticas, procedentes de los núcleos poblacionales ribereños y las 
áreas de cuenca (Barliza y Quintana, Ibid., p. 24). 
Escobar (1987), presenta los resultados obtenidos en la depuración controlada de 
moluscos, en el cual el tratamiento de agua de mar con cloro resultó ser el más 
efectivo. Los niveles de aceptación internacional se alcanzaron antes de las 48 horas 
de haber iniciado el proceso (Barliza y Quintana, Ibid., p. 24). 
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Hernández (1988), resume información sobre el aprovechamiento de la ostra en la 
CGSM. En éste informe reporta que en 1980 fueron recolectadas por parte de los 
pescadores artesanales un millón de ejemplares al día; la producción alcanzó en ése 
año aproximadamente veintinueve millones de pesos ($29.000.000,00). No obstante 
la producción ostrícola presenta variaciones considerables dado el impacto ocurrido 
en el ecosistema, lo que afecta directamente el ingreso de los pescadores (Barliza y 
Quintana, lIncl., p. 25). 
Barliza y Quintana (1992), reportan las ventajas y desventajas que se presentan en la 
implementación de tres métodos de cultivos: 
VENTAJAS 
Cultivo de Fondo: 
Facilidad con que se puede iniciar éste cultivo, ya que se trata básicamente de 
esparcir cáscara de ostra sobre el fondo. 
No requiere de mucha inversión de dinero, porque la cáscara de ostión se 
encuentra en abundancia a orillas de la Ciénaga. 
Precisamente por ser un cultivo de fondo, se ahorra tiempo y trabajo, ya que no 
se tiene que estar controlando constantemente la fauna acompañante (esponjas, 
anémonas, algas, etc.) que se presentan con mucha frecuencia en los cultivos 
suspendidos. 
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Alta fijación de semillas, llegando a encontrarse desde 700 ostras/m2 hasta 2.000 
ostras/m2 . 
Éste cultivo no requiere de mantenimiento. 
Cultivo en Collares 
Rápido crecimiento de las ostras. 
Se encuentra material de fácil disponibilidad para la construcción de los collares 
(concha de ostra). 
Las ostras presentan un crecimiento uniforme, con espacio suficiente para 
desarrollarse. 
Los collares son de gran utilidad para la recolección de semillas. 
Por medio de éste método se saca provecho de toda el agua que está por encima 
del fondo. 
Como es un cultivo suspendido no hay contacto con el fondo, lo que impide la 
subida de los predadores. 
Cultivo en Canastas: 
Al igual que en el cultivo de collares el crecimiento es rápido. 
Menor depredación que en el cultivo de fondo. 
Se obtienen ostras individuales y de buena presentación. 
Los materiales utilizados para la construcción de las canastas presentan gran 
durabilidad. 
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Baja mortalidad. 
DESVENTAJAS 
Cultivo de Fondo: 
Alta tasa de mortalidad, causada principalmente por predación 
Presencia abundante del poliqueto Polydora sp. que perfora la concha de la ostra, 
volviéndola frágil y de mal aspecto. 
Collares y Canastas: 
Se requiere de una mayor inversión de dinero, para la construcción de los 
collares, trojas y canastas. 
A ambos sistemas de cultivo se les tiene que realizar mantenimientos constantes 
para evitar la destrucción de los mismos. 
Desprendimiento y pérdida de gran cantidad de ostras en el cultivo de collares. 
Para cultivar ostras en canastas y collares se tienen que realizar en sitios 
protegidos de las corrientes y brisas, ya que las canastas y collares se 
desprenden y las pérdidas son considerables (Barliza y Quintana, 1992, 75-78). 
El crecimiento del ostión de mangle es relativamente rápido en comparación con el 
que presentan otras especies. Para ésta investigación se reporta un crecimiento 
diario de 0,52 mm para los ostiones cultivados en collares y 0,38 mm para los 
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cultivados en el fondo. Éstos datos fueron tomados hasta el tercer mes de cultivo 
(Barliza y Quintana, /bid., p. 83). 
El porcentaje acumulativo para los diversos métodos de cultivo fueron tomados 
mensualmente y se presentan a continuación: 
Tabla 11. Mortalidad estimada para los tres sistemas de cultivo. 
Meses Métodos de cultivo 
Canastas (%) Collares(%) Fondo(%) 
Junio (178) 11,79 
Julio (281) 6,40 (248) 9,67 
Agosto (350) 4,50 (245) 6,93 
Septiembre (347) 2,0 
 2,68 
Octubre (450) 8,2 (253) 6,7 (300) 3,84 
Noviembre (450) 3,1 
Diciembre (450) 2,9 (350) 4,2 (240) 10,4 
Enero (450) 3,5 (314) 3,8 
 10,1 
Febrero (450) 2,0 (381) 3,4 (310) 6,47 
El número entre paréntesis indica la cantidad de ostiones medidos. 
Teniendo en cuenta que el agua de mar utilizada para efectuar los procesos de 
depuración fue colectada en un área donde la concentración de bacterias fecales no 
fue detectada, no fue necesario realizar la desinfección de ésta utilizando luz 
ultravioleta y ozono. Si se hubiese tratado de realizar los procesos de depuración 
empleando agua de la Ciénaga Grande de Santa Marta, éste paso necesariamente 
debía llevarse a cabo (Barliza y Quintana, Ibid., p. 102). 
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Del estudio realizado por Barliza y Quintana se concluyen los siguientes aspectos: 
El mejor crecimiento se obtuvo en las ostras cultivadas en canastas y en collares, 
ya que al realizar los análisis estadísticos, no se presentaron diferencias 
estadísticamente significativas en las medias mensuales de crecimiento. 
El método de cultivo que mejor se adaptó a las condiciones de los pescadores de 
la CGSM es el de fondo (repoblación) por presentar bajos costos de producción. 
Se logró repoblar un área de 1.100 m2, con una producción estimada de 300.700 
ostras a los 9 meses de cultivo. 
Durante el desarrollo de la investigación también se realizó ensayos para la 
depuración de ostras, entre abril y diciembre de 1991. Los ensayos se hicieron 
utilizando lámparas de luz ultravioleta y ozonisadores. El procedimiento seguido 
fue: 
Tratamientos de ostras "in vivo" en agua de mar esterilizada por lámparas de luz 
ultravioleta, con una exposición de 72 horas. 
- Tratamiento de ostras "in vivo2 ante la acción de ozonisadores durante 72 horas. 
Los trabajos se realizaron en el laboratorio de Acuacultura anexo al Centro 
Planta Piloto Pesquera de Taganga (CPPPT). Se utilizó agua de la Bahía de 
Taganga por no presentar niveles de contaminación fecal. 
Permanentemente durante los procesos de depuración se tuvo en cuenta la 
medición de los factores abioficos. 
Antes y después de los tratamientos se realizaron exámenes microbiológicos a 
las ostras, para determinar los niveles de contaminación fecal de las ostras, y se 
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buscó con la depuración alcanzar el limite bacteriológico permisible para el 
consumo de 230 coliformes fecales/100 g de carne. Las muestras fueron 
tomadas cada 12 horas. 
Tres días de tratamiento fueron suficiente para bajar la carga bacteriana de las 
ostras hasta los límites permisibles de consumo para las dos técnicas de 
depuración ensayadas. Durante el tratamiento no se observó alteración del factor 
de condición de las ostras (Barliza y Quintana, Ibid., p. 153-154). 
3. METODOLOGÍA 
En el presente trabajo se ensayó la siguiente metodología: 
3.1 MUESTRA DE TRABAJO 
Se encuentra representada por especímenes sexualmente maduros de la ostra de 
mangle Crassostrea rhizophorae, recolectados en ambientes naturales. 
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Crassostrea rhizophorae sin su valva derecha 
Ostras en la canaleta de mantenimiento de reproductores. 
Diferentes tamaños de C. rhizophorae. 
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3.2 SMOS DE RECOLECCIÓN DE LA MUESTRA 
Ciénaga de Mestizos: se encuentra ubicada en el municipio de San Antero, 
departamento de Córdoba, al noroeste de la cabecera municipal. La cabecera del 
municipio de San Antero está localizada a los 09 E 22'41" de latitud norte y 
75E45'22" de longitud oeste. 
Vista de la Ciénaga de Mestizos. 
Bahía de Barbacoas: bahía formada por el mar Caribe en la costa del municipio 
de Cartagena (Bolívar), al sur de la cabecera municipal. Localizada entre los 
H 10E108' y 10E115' de latitud norte y los 751131' y los 75049' de longitud oeste. 
Tiene aproximadamente 15 km de largo por 10 lun de ancho. 
Caño Boca Cerrada: ubicado cerca del caserío de Boca Cenada en el mun 
de Cartagena, departamento de Bolívar, al sur de la cabecera muno l`k 
comunicado con la Bahía de Barbacoas. 
Santa Ana: corregimiento localizado al noroeste de la Bahía de Barbacoas. 
Barú: isla en el mar Caribe situada al sur de Cartagena, departamento de 
Bolívar, separada del continente por los caños Guayacan y Estero y el canal del 
Dique. Forma junto con la isla de Bomba la bahía de Cartagena y limita al sur 
con la bahía de Barbacoas. En su territorio se encuentran los corregimientos de 
Balt y Santa Ana. 
Mangle rojo Rhizophorae mangle en el corregimiento de Santa Ana. 
c) Ciénaga de Mayorquín: ciénaga formada por el mar Caribe entre los municipios 
de Puerto Colombia al este y Barranquilla al norte, departamento del Atlántico. 
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3.3 SITIO Y PERIODO DE TRABAJO 
La presente investigación se llevó a cabo en las instalaciones del Laboratorio de 
Acuacultura, en el Centro Planta Piloto Pesquera de Taganga (CPPPT), de la 
universidad del Magdalena. El CPPPT se encuentra ubicado frente a la carretera de 
acceso al corregimiento de Taganga, dentro de los linderos de la ciudad de Santa 
Marta (departamento del Magdalena, Colombia) y a orillas del mar Caribe. El 
corregimiento de Taganga se encuentra localizado a los 11E16.010' de latitud norte y 
a los 74E 11.478' de longitud oeste. 
Allí se acondicionaron los siguientes sistemas y espacios: 
Laboratorio Principal: éste laboratorio funcionó con aire acondicionado para 
mantener la temperatura ambiente entre 24 y 26E C, y en él se instalaron los 
sistemas de cultivo de microalgas, mantenimiento de reproductores y levante de 
larvas. 
Laboratorio de Acuacultura: en éste laboratorio se realizaron en algunas 
ocasiones el levante larval y mantenimiento de microalgas y la temperatura 
ambiente se mantenía entre 22 y 25°C. Además se efectuaban en la mayoría las 
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Sistema de mantenimiento y alimentación de reproductores. 
Sistema de esterilización del agua de mar; a) filtro millipore de 5 um, 1)) filtro de 
luz Uy, c) ozonificador y d) bomba aireadora. 
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inducciones al desove, los conteos de microalgas en hematocitómetros y se 
llevaba a cabo el seguimiento del desarrollo de las larvas en microscopio. 
Sistema de mantenimiento y tratamiento del agua de mar (ver numeral 3.4.2): el 
almacenamiento se realizó en el patio del Laboratorio de Acuacultura y los filtros 
del tratamiento del agua de mar se instalaron dentro de dicho laboratorio. La 
comunicación de ambas secciones se realizó con tubería de PVC y mangueras 
plásticas. 
Sistema de aireación (ver numeral 3.4.3.5): se instaló un blower en el patio del 
laboratorio de Acuacultura, el cual suministraba aire a los sistemas de cultivo de 
microalgas, mantenimiento de reproductores y levante larval. 
Sistema eléctrico: las instalaciones eléctricas del laboratorio de Acuacultura, del 
laboratorio Principal y del patio de Acuacultura, fueron colocadas bajo un mismo 
control eléctrico, desde el cual se instaló una acometida a una planta eléctrica de 
emergencia para los casos de falla en el fluido eléctrico. 
El presente trabajo se desarrolló entre los meses de febrero de 1998 y enero del 
2000, bajo el cronograma presentado en el anexo A. 
3.4 ETAPAS DE TRABAJO 
3.4.1 Recolección del agua de mar. La mayor parte de los experimentos se 
realizaron con agua de mar recogida cerca de la orilla de la bahía de Taganga 
155 
debido al alto costo de la recolección de agua de mar retirada de la costa y a la falta 
de disponibilidad constante de los recursos necesarios en la Universidad, para la 
obtención de agua retirada de la costa. 
Se escogieron dos puntos de recolección: 
Agua de la bahía de Taganga: recogida de la superficie y a 30-80 metros retirada 
de la orilla, llenando tanques plásticos de 20 litros. Se transportó en carro hasta 
el CPPPT y se vació en canecas plásticas de 60 litros, desde las cuales se 
transportó por medio del bombas sumergibles y mangueras plásticas hasta los 
tanques de almacenamiento. 
e Agua retirada de la costa: recogida en lancha con baldes de 10 litros para llenar 
tanques de 20 y 60 litros y canecas plásticas de 60 litros, dentro de la lancha. El 
agua fue transportada al CPPPT en carro, carretilla o lancha (en éste caso 
utilizando un tractor) y fue conducida a los tranques de almacenamiento de la 
forma anteriormente descrita. 
En ambos casos el trabajo se realizó entre las 6:00 a.m. y las 4:00 p.m. y en días sin 
lluvias. La elección del sitio de recolección del agua de mar se hizo de acuerdo a los 
recursos humanos, financieros y logísticos disponibles. 
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3.4.2 Almacenamiento y tratamiento del agua de mar. El agua de mar se 
almacenó en 2 tanques plásticos negros tapados, con capacidad de 1000 litros cada 
uno, donde recibió el siguiente tratamiento: 
Reposo durante 24 horas: con el fin de permitir la precipitación de los metales 
pesados presentes en el agua. En los últimos 7 meses de trabajo se adicionó 
EDTA Na2 a una concentración de 1 g/m3 para mejorar éste proceso. 
Filtrado y esterilización: por recirculación continua, el agua de mar fue filtrada 
por 5 um y esterilizada por un filtro de luz UV Rainbow Lifegard con 4 lámparas 
de 30 watt, retornando al tanque de almacenamiento donde recibía un flujo 
constante de aire ozonificado mediante la utilización de un ozonificador Sander 
de 5 watt con capacidad de 25 mg 03/h (Figura 13). Para la recirculación de 
agua de mar se utilizó una bomba sumergible Little Giant Pump de 1/200 HP, 
con un caudal de 6 1/min, que conducía el agua a través de los filtros por medio 
de tubería de PVC y mangueras plásticas de I/2 pulgada. Para disponer de una 
cantidad de agua de mar constante, se esterilizaban los tanques de forma alterna. 
El agua de mar se usó a los 4-5 días de tratamiento y tuvo una duración promedio de 
15 días por tanque. El agua de mar mantuvo las siguientes condiciones: 
temperatura promedio de 32°C, salinidad de 37°/00 y un pH de 8,5. El agua para usar 
se recogía en tanques de 60 litros, haciéndose pasar por tamiz de 20 um, y el 
transporte hasta el laboratorio se hacía con balde o por bombeo a través de 
ALT-IE OZONO 
TUBO 
REGULADOR 
5 ltm 
LUZ UV 
FILTRO 
FINO 
BOMBA 
Figura 13. Sistema de esterilización del agua de mar 
O - 
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mangueras plásticas. Para realizar el cultivo de microalgas, inducción al desove y 
levante de larvas, el agua de mar tratada fue mezclada con agua dulce filtrada por 20 
ium, con el fm de obtener la salinidad de trabajo (entre 15-30%0), y la mezcla fue 
esterilizada con cloro comercial (hipoclorito al 5,25%) a una concentración de 50 
ppm con aireación durante 1 hora, neutralizando luego el cloro con tiosulfato de 
sodio a igual concentración, con aireación por 1 hora más. 
3.4.3 Cultivo de microalgas. Para cultivar las microalgas se ensayaron diferentes 
fertilizantes para el enriquecimiento del agua (Tabla 12): 
Tabla 12. Composición de nutrientes empleados en ensayos de cultivo de 
microalgas. 
Componentes Fertilizantes El 
Nutrifoliar 
(g/1) 
Triple 15 
(A) 
Foliagro 
(BII) 
Bayfolan® 
especial (gil) 
Nitrógeno total (N) 200 15 210 90 
Nitrógeno amoniacal 50 
Nitrógeno nítrico 50 
Nitrógeno orgánico 200 110 
Fósforo total (P205) 100 15 230 90 
Potasio total (1(20) 50 15 60 70 
Hierro (Fe) 1 1,1 0,190 
Manganeso (Mn) 1 1,5 0,160 
Boro (B) 3,5 0,101 
Cobre (Cu) 2,5 1,1 0,081 
Zinc (Zn) 5 5 0,060 
Cobalto (Co) 0,004 
Molibdeno (Mo) 0,03 0,12 0,010 
B1 y hormonas de crecimiento 4 ppm 
Quelatos 5,720 ppm 
Calcio (CaO) 2 
Magnesio (MgO) 10 0,6 
Azufre (S) 14 5 
Fitohormonas (ANA) 0,5 
pH en solución al 10% 5 4 
III Fertilizantes agrícolas de uso comercial 
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A partir de los anteriores fertilizantes se realizaron los siguientes ensayos: 
Nutrifoliar: 
1. En erlenmeyers de 1 litro en laboratorio (Tabla 13): 
Tabla 13. Experimento de cultivo de las microalgas Isocrhysis galbana y 
Nannoclhoris oculata en erlenmeyers de 1 litro, utili7ando el fertilizante 
Nutrifoliar al 10%. 
Réplicas por especie 
de microalga  
ml de Nutrifoliar al 
10% 
ml de agua de mar 
esterilizada 
ml de microalgas 
1  0,25 980 20 
2  0,5 980 20 3  0,75 980 20 
4 1 980 20 
Desde el primer día se observa precipitación de nutrientes. No se observó desarrollo 
del cultivo en ambas especies de microalgas. 
1. En canaletas de 600 litros al aire libre (Tabla 14): 
Tabla 14. Experimento de cultivo de las microalgas Isocrhysis galbana y 
Nannoclhoris oculata en canaletas de fibra de vidrio de 600 litros, 
utilizando el fertilizante Nutrifoliar. 
Canaleta (600 
litros)  
Especie de 
microalga 
ml de Nutrifoliar ml de microalgas 
1 Isocrhysis sp. 3 500 
2 Nannoclhoris sp. 3 500 
160 
Se observó crecimiento de las microalgas a los 2 días de inicio del cultivo. A los 10 
días el agua estaba oscura y se presentó formación de capas gruesas de microalgas 
pegadas en las paredes de las canaletas. El cultivo se mantuvo durante 12 días 
desde el inicio, durante los cuales se observó partículas muy gruesas en suspensión. 
2. En acuarios en el Laboratorio (Tabla 15): 
Tabla 15. Experimento de cultivo de la microalga Isochrysis galbana en acuarios, 
utilizando el fertilizante Nutrifoliar. 
Réplicas ml de Nutrifoliar Litros de agua de 
mar esterilizada 
ml de /sochrysis 
sp. 
1 0,25 20 200 
2 0,5 20 200 
Se observó crecimiento de microalgas a los 3 días de inicio del cultivo, con 
presencia de partículas gruesas suspendidas en el agua. El cultivo se mantuvo por 7 
días. 
Triple 15: 
1. En acuarios en laboratorio (Tabla 16): 
Tabla 16. Experimento de cultivo de Nannochloris °culata, utilizando el fertilizante 
Triple 15. 
Réplicas g de Triple 15 ml de agua de mar ml de Nannochloris sp 
1 4 30 100 
2 6 30 100 
3 8 30 100 
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Se observó precipitación de nutriente en el fondo. Ausencia de crecimiento de las 
microalgas. 
2. En erlenmeyers de 1 litro en laboratorio (Tabla 17): 
Tabla 17. Experimento de cultivo de Isochtysis galbana y Nannachloris °culata 
en erlenmeyers de 1 litro, utilizando el fertilizante Triple 15. 
Réplicas por especie 
de microalga 
g de Triple 15 ml de agua de mar 
esterilizada 
ml de microalgas 
1 0,2 980 20 
2 0,3 980 20 
3 0,4 980 20 
Se observó crecimiento débil a los 7 días; a los 10 días el cultivo se precipitó. 
Foliagro: 
1. En Acuarios en laboratorio (Tabla 18): 
Tabla 18. Experimento de cultivo de Nannochloris oculata en acuarios, utilizando 
el fertilizante Foliagro. 
Réplicas ml de Foliagro Litros de agua de mar ml de microalgas 
100 1 30 30 
2 60 30 100 
Se observó crecimiento de microalgas a los 10 días, a partir de los cuales la 
coloración en el cultivo aumentó progresivamente sin daños en el agua ni presencia 
de formaciones desagradables en el cultivo. La diferencia entre ambas réplicas no 
era muy apreciable. El cultivo se mantuvo hasta los 15 días. 
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2. En erlenmeyers de 1 litro en laboratorio (Tabla 19): 
Tabla 19. Experimento de cultivo de Nannochloris ()culata en erlenmeyers de 1 
litro, utilizando el fertilizante Foliagro. 
Réplicas mi de Foliagro ml de agua de mar ml de microalgas 
1 1 980 20 
2 2 980 20 
3 3 980 20 
Se observó crecimiento de microalgas a partir del séptimo día en las réplicas 1, 2 y 
3. Los cultivos se mantuvieron durante 10 días, en los cuales el crecimiento fue 
progresivo y de buena apariencia. 
Bayfolan® especial: 
1. En erlenmeyers de 1 litro en laboratorio (Tabla 20): 
Tabla 20. Experimento No. 1 de cultivo de Isochtysis galbana y Nannochloris 
oculata en erlenmeyers de 1 litro, utilizando el fertilizante Bayfolan® 
especial. 
Réplicas por especie de 
microalga 
ml de Bayfolan® 
especial 
ml de agua de 
mar esterilizada 
ml de microalgas 
1 0,25 20 
2 0,6 980 20 
3 0,75 980 20 
4 1 980 20 
Se observó mejor crecimiento con 1 ml, el cual inició a partir del tercer día; en el 
resto de pruebas el crecimiento inició en el quinto día. El cultivo se mantuvo por 7 
días con aumento muy rápido de coloración en ambas especies de microalgas. 
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2. En erlenmeyers de 1 litro en laboratorio (Tabla 21): 
Tabla 21. Experimento No. 2 de cultivo de Isochrysis galbana y Nannochloris 
oculata en erlenmeyers de 1 litro, utilizando el fertilizante Bayfolan® 
especial. 
Réplicas por especie 
de microalga 
ml de Bayfolan ml de agua de mar 
esterilizada 
ml de microalgas 
1 1 950 50 
2 1,5 980 20 
3 2 980 20 
4 2,5 980 20 
El desarrollo del cultivo fue muy rápido en todas las réplicas, alcanzando al cuarto 
día buena coloración y densidad celular, suficiente para ser suministrados como 
alimento. La densidad fue un poco más alta en la réplica 4; sin embargo, en las 
réplicas 2, 3 y4  la diferencia en la coloración y densidad celular no es mucha. 
3.4.3.1 Obtención de microalgas. Se obtuvieron muestras de cepas puras de la 
microalgas Isoclnysis galbana, Nannochloropsis sp, Tetraselmis chuii, Chaetoceros 
sp. y Nannochloris oculata en tubos de ensayo (10 ml) y erlenmeyers (100 ml), 
producidas en el Instituto de Investigaciones Marinas y Costeras INVEMAR. 
3.4.3.2 Sitio de cultivo. El cultivo se realizó en 2 estantes metálicos divididos en 3 
secciones forradas con plástico, se acondicionaron con luz artificial y aire producido 
por un blower. En ellos se cultivó microalgas a partir de tubos de ensayo hasta 
botellones plásticos de 18 litros. La manipulación para la producción de microalgas 
se hizo en mesa de madera. 
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3.4.3.3 Volúmenes de trabajo. A partir de las microalgas obtenidas se realizó el 
siguiente procedimiento: 
Répicas a nuevos tubos de ensayo y erlenmeyers, en una relación de 
microalgas:agua con nutrientes de 1:9, para volúmenes de 10 y 100-500 ml 
respectivamente, utilizando superficies de trabajo limpias y desinfectadas con 
alcohol al 70%, mecheros, tapabocas y material esterilizado. 
Cultivo de microalgas en el laboratorio. 
Cultivo durante 30 días en tubos de ensayo y 5-10 días en erlenmeyers. En ésta 
etapa se usó el recipiente completamente tapado (tubos de ensayo con tapa rosca 
y erlenmeyer con papel aluminio). 
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Nuevas répicas a tubos de ensayo y erlenmeyers y aumento de volumen de 
erlenmeyers a frascos de vidrio y botellas plásticas de 2-3 litros en adelante. 
Suministro de aireación a volúmenes de 2 litros en adelante y cultivo de 5-7días. 
Repetición continua del procedimiento logrando de ésta manera una producción 
constante y renovada en los diferentes volúmenes. 
Cada recipiente fue marcado con la fecha de inoculación y la especie de la microalga 
cultivada. Cada día se hacía limpieza de las superficies y se agitaban los recipientes 
de cultivo para mantener en suspensión las microalgas, principalmente en los tubos 
de ensayo y los erlenmeyers. 
Cada 3-4 meses se renovaron completamente los cultivos obteniendo nuevas 
muestras en el INVEMAR y repitiendo el proceso. 
3.4.3.4 Calidad de agua y nutrientes. El agua de mar tratada se mezcló con agua 
dulce para obtener la salinidad de trabajo: 30%0 para volúmenes de 10-500 ml y 
15-30% para volúmenes de 2 litros en adelante. Se usó como nutriente básico el 
fertilizante foliar Bayfolan® especial (ver tabla 12) de la siguiente manera: 
Para el caso de las microalgas en tubos de ensayo y erlenmeyers el agua se 
hirvió con 1-2 ml de Bayfolan® especial/1 en erlenmeyer de 1 litro, usando 
estufa eléctrica; posteriormente se adicionó 1 m1/1 de solución de vitaminas, la 
cual se preparó adicionándole a 1 litro de agua destilada 1 ml (1000 mcg) de 
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Cianocobalamina (vit. B12) y 200 mg de Tiamina (vit. B1); en el agua para 
cultivo de diatomeas se adicionó además 1 m1/1 de solución de silicatos, la cual 
se preparó adicionando 4 g de Na2Si035H20 en 1 litro de agua destilada, 
ajustando el pH a 7 con ácido sulfúrico o ácido clorhídrico concentrado y 
posteriormente se esterilizó en estufa eléctrica por 1 hora. El erlenmeyer donde 
se mantuvo la solución de vitaminas se oscureció con papel aluminio para evitar 
alteraciones. Ambas soluciones (vitaminas y silicatos) y las aguas enriquecidas 
con nutrientes, permanecieron refrigeradas a 8°C durante 1 mes. 
En el caso de microalgas producidas en recipientes de 2 litros en adelante, se 
utilizó el Bayfolan® especial en las siguientes concentraciones: 1 m1/1 para 
Nannochlorys oculata, Nannochloropsis sp. y Tetraselmis chuii., 1,5 - 2 m1/1 
para Isochrysi,s galbana y Chaetoceros sp. Éstos recipientes mantuvieron las 
siguientes condiciones: temperatura promedio de 26°C, salinidad de 27%0 y pH 
de 7,5. En algunos casos Tetraselmis sp. y nannochlorys sp. se cultivaron en 
agua dulce en recipientes de 2 litros de la siguiente manera: 
Las microalgas se adaptaron al agua dulce adicionando el 75, 50 o el 25% de 
agua dulce con respecto al volumen total del recipiente. 
El cultivo se desarrolló entre 4 y 6 días, al cabo de los cuales era utilizado para 
la alimentación de los reproductores y realización de répicas. 
A partir de las microalgas inicialmente adaptadas la producción de microalgas 
en agua dulce se continuó inoculando entre 250 y 500 ml de microalgas 
adaptadas en 1500 y 1750 ml de agua dulce respectivamente, repitiendo el 
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proceso 3 a 4 veces más luego de alcanzar la densidad apropiada para el 
suministro como alimento. 
Repetición del proceso desde la adaptación al agua dulce de nuevas muestras de 
microalgas cultivadas en agua marina. 
Con éste método se obtienen buenos resultados y se reduce el gasto de agua de 
mar; éstas microalgas se utilizaron sin presentar ningún problema para la 
alimentación de los reproductores a los cuales eran suministradas, ya que no 
alteraban en forma notable la calidad del agua de los mismos. La temperatura 
ambiente alrededor del cultivo de microalgas se mantuvo entre 25-27°C. 
3.4.3.5 Suministro de 02 y CO2. Para el suministro de 02 se utilizó aireación 
continua, producida por un Blower Sweettwatter de 1,5 HP que conducía el aire a 
partir de tubería de PVC de 11/2 pulgada hasta tubería de PVC de 1/2 pulgada (tubería 
de descarga al cultivo). Entre la tubería de descarga y los distribuidores se instaló 
una botella de vidrio con agua dulce que funcionó como trampa de polvo y material 
suspendido en el aire, con el fin de prevenir contaminación. La comunicación se 
hizo con manguera plástica transparente de 1 de pulgada de la siguiente manera 
(Figura 14): 
Salida del 
aire lavado 
Entrada del 
aire 
BOTELLA 
Figura 14. Botella utilizada para el lavado de aire. Según varios autores, 
modificado. 
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Se tapó la botella con tapón de caucho el cual presentaba 2 perforaciones. 
Las perforaciones fueron atravesadas con tubos de vidrio que sobresalían 2-3 cm 
del borde del tapón, con el fin de permitir la conexión de las mangueras con más 
facilidad. 
En una de las perforaciones se conectó la manguera de aire proveniente de la 
tubería de descarga, dejándola sumergida dentro del agua. 
En la otra perforación, se conectó la manguera que llevaba el aire lavado hasta 
los distribuidores finales de aire. Los distribuidores de aire se conectaron a 
mangueras, también de El de pulgada, que llegaban de forma independiente a 
cada recipiente de cultivo. No se emplearon difusores de aire. 
Lavado del aire en botellas de vidrio. 
El CO2 fue el mismo producido por las algas en su proceso de respiración. 
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3.4.3.6 Limpieza y esterilización del material de trabajo. Para evitar la 
contaminación del material de cultivo se realizó el siguiente procedimiento: 
Lavado con agua dulce. 
Limpieza de marcas con detergente. 
Enjuagado con agua dulce. 
Dejar en remojo con ácido muriático (mezcla de ácido sulfúrico y ácido 
clorhídrico) al 10-12% durante 5-10 minutos o durante más tiempo en caso de 
recipientes con capas de microalgas 
muy pegadas a las paredes. Éste producto elimina células de microalgas, 
bacterias y otros microorganismos que hallan podido quedar adheridos en el 
interior del recipiente. Para su utilización se ayuda con churrusco lavador y 
guantes. 
Enjuagado con agua dulce. 
Secado al aire del laboratorio. 
Esterilizado; tubos de ensayo, erlenmeyers y pipetas en horno a 110°C por 2 
horas; botellas y mangueras plásticas con cloro comercial (hipoclorito al 5,25%) 
a una concentración de 200 ppm durante 1 o 2 días, los cuales se enjuagan luego 
con agua dulce antes de su uso. 
3.4.4 Manejo de los reproductores 
3.4.4.1 Obtención (Ver 3.2). Se obtuvieron ostras recolectadas por los pescadores 
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cercanos a los sitios de recolección (Ciénaga de Mestizos, Caño Boca Cerrada, Isla 
Barú, Bahía de Barbacoas, Santa Ana y Ciénaga de Mayorquín), con mayor 
frecuencia durante las épocas de Mayo-Junio y Agosto-Septiembre, en las cuales 
existe mayor níunero de individuos en estado óptimo de madurez gonadal (Estado 
IV), y con menor frecuencia durante el resto de meses del año, teniendo 
conocimiento previo en ambos casos del estado estimado de madurez gonadal de las 
ostras. 
El criterio de selección de los reproductores se basó en lo siguiente: 
Ciénaga de Mestizos: muestreos y análisis visuales del estado de madurez 
gonadal de las ostras, por parte de los investigadores del Instituto Nacional de 
Pesca y Acuacultura INPA de ésta región. 
Colectores para captar semilla de C. rhizophorae en la Ciénaga de Mestizos. 
Ambas fotos muestran los colectores suspendidos en trojas durante el proceso de 
anfifouling en la Ciénaga de Mestizos. 
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Bahía de Barbacoas, Caño Boca Cerrada, Santa Ana, Isla Barú y Ciénaga de 
Mayorquín: criterio personal de los pescadores ("ostras gordas"). 
El número de ostras recolectadas varió entre 100 y 400 individuos. El transporte 
hasta la ciudad de Santa Marta se hizo por lo general a través de servicio de 
encomienda y en algunos casos en forma personal, utilizando para ello cajas 
impermeables de icopor o plástico, en las cuales las ostras eran distribuidas así: 
Formando capas delgadas, separadas por papel periódico mojado para mantener 
la humedad. 
Amontonadas. 
O sobre hielo para reducir el metabolismo y el estrés. 
Modo de transporte en cajas de icopor de reproductores. 
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Se obtuvieron reproductores en la mayoría de las épocas de desove con 
recolecciones de 1 a 2 veces por mes. Sin embargo, se presentaron las siguientes 
desventajas: 
La obtención de reproductores no se pudo hacer en forma continua, debido al 
alto costo del transporte, lo cual fue una gran desventaja en los casos en que las 
ostras no llegaban maduras al laboratorio, estaban recién desovadas en el medio 
natural o era necesario un nuevo lote de reproductores para realizar más 
experimentos de inducción al desove. 
La mortalidad varió entre el 10 y el 30%, ocasionada generalmente por maltrato 
durante la recolección y en algunos casos por demora en el envío de las ostras, la 
mortalidad varió entre el 60 y el 80%. 
La recolección no se pudo supervisar en forma personal en ningún caso, por lo 
cual se dependió del criterio personal de los pescadores, quienes en muchos 
casos recolectaron ostras muy viejas, cuyo vigor reproductivo es mucho menor 
que el de las ostras jóvenes. 
En la mayoría de los casos no se pudo conocer la calidad del agua del medio 
natural en el momento de la recolección, lo cual no permite tener conocimiento 
sobre el tipo de estímulo más apropiado para aplicar durante la inducción al 
desove y sobre las condiciones a las cuales se deben mantener los reproductores 
en el laboratorio una vez llegaron a éste. 
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3.4.4.2 Limpieza y análisis de la madurez gonadal. Al llegar las ostras al 
laboratorio recibieron el siguiente tratamiento: 
Limpieza de fango, restos de sustrato y epifauna (fouling), utilizando cepillos 
plásticos y cuchillos. En algunos casos ésta limpieza no fue necesaria, ya que las 
ostras fueron limpiadas por los pescadores después de la recolección. 
Limpieza preventiva cepillándolas con agua de cloro a una concentración de 50-
80 ppm, para eliminación de microorganismos y reducir la contaminación en el 
agua de desove. 
Enjuagado con abundante agua dulce. 
Selección al azar de 10-20 individuos para realizar análisis de la apariencia 
externa, análisis visual de las gónadas, factor de condición y análisis 
microscópico de las células sexuales. Éste procedimiento se realizó de la 
siguiente manera: 
Medición de la longitud. 
Medición del volumen total de la ostra, introduciéndola en una probeta con un 
volumen determinado de agua, recogiendo con una pipeta el volumen aumentado 
por la ostra y transfiriéndolo a una probeta más pequeña para ser leído (Figura 
15). 
Apertura de la ostra (retiro de la valva derecha) con cuchillo para el análisis 
macroscópico del estado de madurez de las gónadas. 
Frotis de las gónadas y análisis al microscopio para verificar el sexo y comprobar 
el estado de madurez de las células sexuales. 
a 
Figura 15. Determinación del Factor de Condición. Medición del volumen interno de la concha por desplazamiento de agua. 
Un recipiente con una salida elevada se llena con agua hasta el nivel de la salida (a). Se coloca una probeta para 
medir el volumen del agua a desplazar. Primero se mide el volumen de la ostra total (b). El volumen total menos 
el volumen de las valvas nos da el volumen interno de la cavidad (c). Tomado de Wedler, 1983. 
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Estados gonadales de C. rhizophorae. De izquierda a derecha del estado I al V. 
Extracción completa de la carne, para su posterior desecación al horno a 80°C 
durante 24 horas, al cabo de las cuales se obtiene el peso seco de las ostras. 
Medición del volumen de las conchas utilizando el mismo método para medir el 
volumen total de la ostra. 
Cálculo del factor de condición por medio de la siguiente fórmula: 
Peso seco medio de carne (g)  FC — x 1000 
Volumen total (m1) — Volumen de las conchas (m1) 
En caso de constatar la presencia de ostras maduras (huevos en forma de pera y 
espermas muy activos), se procedía a realizar la inducción al desove. De lo 
contrario, las ostras se adaptaban a las condiciones de laboratorio con el 
propósito de completar la maduración de las gónadas. 
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Huevos maduros e inmaduros de C. rhizophorae. 
3.4.4.3 Mantenimiento en el laboratorio. Después de la limpieza y verificación 
del estado de las gónadas, las ostras se acondicionaron para su mantenimiento en el 
laboratorio en tres casos: 
Cuando las ostras estaban en estado óptimo de madurez gonadal, pero no era 
posible realizar la inducción al desove de inmediato. En éste caso, el 
mantenimiento en el laboratorio demoraba horas o un día, entes de poder realizar 
la inducción. 
Cuando las ostras no estaban completamente maduras (Estado II y III), el 
mantenimiento se hacía por varios días, hasta 1 o 2 meses, con el fin de facilitar 
la maduración de las gónadas. El estado de las gónadas se verificaba a través de 
179 
muestreos semanales para conocer el momento apropiado para la inducción al 
desove. 
Para el caso de ostras desovadas (post-inducción) u ostras que llegaban 
inmaduras al laboratorio (flacas). El tiempo de mantenimiento en éste caso era 
irregular, entre 1 y 30 días, al cabo de los cuales eran llevadas al medio natural. 
Para dicho mantenimiento se empleó un sistema que funcionó con recirculación 
continua de agua de mar, compuesto por los siguientes elementos (Figura 16): 
Canaleta A o canaleta de tratamiento del agua de mar, construida en fibra de 
vidrio, con capacidad de 600 litros. Contenía: 
Biofiltro: constituido por 6 tanques plásticos (18 litros) con el fondo perforado y 
llenos con conchas de ostras, sobre las cuales se colocó una capa de algodón 
sintético. Los tanques se colocaron sobre una base construida con tubos de PVC 
de 1 1/2 
 pulgada, acostados en el fondo de la canaleta con el fin de separar el 
fondo de los tanques del fondo de la canaleta para facilitar el drenaje de los 
tanques. 
Filtro de espuma: constituido por la unión de tubería de PVC de 1 1/2 pulgada en 
forma de "U", con un brazo conectado al drenaje de la canaleta B o canaleta de 
reproductores. Este filtro se acopló con una manguera conectada por uno de los 
lados de su parte inferior, para conducir aire en dirección opuesta a la corriente de 
agua que entra al filtro. 
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Figura 16. Sistema de mantenimiento de reproductores. 
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3. Bomba sumergible: con un flujo de 37 l/min, ubicada en el fondo de la canaleta. 
Canaleta B o canaleta de reproductores, construida en fibra de vidrio con 
capacidad de 300 litros; contenía canastas plásticas para la distribución de las 
ostras dentro de ella. 
Tubería y accesorios de PVC de Y2 pulgada, para comunicar las canaletas A y B 
y permitir la recirculación del agua a través del sistema. 
El sistema fue auxiliado con aire a presión, utilizando mangueras y difusores de aire 
(piedras aireadoras) en ambas canaletas, con el fin de mantener niveles apropiados 
de oxígeno en el agua. 
El volumen de agua promedio de trabajo fue de 650 litros ( 400 1 en la canaleta A y 
250 1 en la canaleta B). 
La recirculación se activó en forma periódica, bombeando el agua del fondo de la 
canaleta A en dos sentidos: 
1. Hacia el biofitro (repartida en cada tanque a través de tubería de 4 pulgada). El 
agua inicialmente caía sobre el algodón sintético para la retención de mugre grande 
y de allí pasaba hacia las conchas, donde la materia orgánica arrastrada era retenida 
y transformada en nitratos por las bacterias presentes en las conchas. El agua tratada 
salía por el fondo de los tanques hacia el fondo de la canaleta. 
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2. Hacia la canaleta B o canaleta de reproductores donde caía con un flujo de 37 
l/min y desde donde pasaba por gravedad al filtro de espuma conectado a su drenaje. 
En el filtro de espuma las heces arrastradas por el agua son atrapadas en las burbujas 
producidas en la contracorriente aire-agua en el lado de entrada del agua a la "U" del 
filtro, reduciéndose con esto la formación de amoníaco en el sistema. Las burbujas 
(o espuma) son eliminadas por la parte superior del mismo lado de entrada del agua 
y el agua tratada sale por el otro lado de la "U" del filtro, derramándose sobre la 
superficie del agua de la canaleta A. 
El agua transportada a través del biofiltro y el agua derramada por el filtro de 
espuma, eran nuevamente bombeadas y llevadas a la canaleta de reproductores para 
repetir el proceso. 
La recirculación se activó en forma continua durante la noche y se suspendió 
durante el día para alimentar a las ostras. 
Se alimentó durante el día en forma continua, empleando un sistema de goteo de 
microalgas, en una concentración de 7,5 x 108 cel/animal/día (según Gomes, 
Cultivo de crustáceos e moluscos, Brasil, 1986), permitiendo así, que las ostras 
consuman el alimento necesario durante todo el día, sin desperdiciarlo en formación 
de pseudoheces. Se alimentó realizando mezclas entre las microalgas cultivadas. 
Sistema de mantenimiento de reproductores: en la canaleta superior se encuentran 
los individuos y en la inferior el filtro biológico. 
La densidad de ostras mantenidas en el sistema no fue constante y varió entre 50 y 
400 animales en 250 litros; es decir, entre 0,2 y 1,6 animal/litro. El número de 
animales dependía del número de ostras recolectadas y el número de sitios de 
recolección utilizados en el momento. 
El recambio total de agua se hacía cada mes y cada dos días se realizaban sifoneos 
del fondo de la canaleta de reproductores, reemplazando el agua sifoneada con agua 
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dulce o marina sin filtrar, para obtener la salinidad de trabajo, entre 15 y 30%0, de 
acuerdo a las condiciones de recolección de los reproductores o a las condiciones 
dispuestas para el mantenimiento 
Para tener control sobre la calidad del agua del cultivo, se llevó un registro diario de 
la temperatura, salinidad, oxígeno y pH y un registro quincenal de nitritos y amonio. 
100 ostras en los 250 litros de agua de mantenimiento En general el sistema se 
mantuvo bajo las siguientes condiciones: 
Temperatura: entre 18 y 24°C, para evitar desoves espontáneos en caso de ostras 
maduras y reducir el metabolismo para provocar que las reservas alimenticias 
sean utilizadas en maduración de gónadas en caso de que no estén 
completamente maduras. 
Salinidad: igual a la del medio natural en el momento de la recolección, en caso 
de ser conocida o estuarina (entre 15 y 25%0) en caso de no conocer las 
condiciones del agua en el momento de la recolección. 
pH: entre 6,5 y 8. 
Oxígeno: entre 3,5 y 6 mg/1, dependiendo de la temperatura del laboratorio y el 
número de individuos en mantenimiento 
Nitritos: entre 0,13 y 1,65 mg/1 
Amonio: entre 1,97 y 3,81 mg/1 
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El mantenimiento no fue en muchos casos el más apropiado, ya que al no disponer 
de un suministro continuo de reproductores, era necesario obtener entre 300 y 400 
ostras la mayoría de las veces, para poder realizar el mayor numero de ensayos de 
inducción al desove posibles. La alta densidad de animales en el sistema de 
mantenimiento en el laboratorio ocasionó en varios casos una mortalidad entre el 10 
y el 40%, cuando el número de ostras en el sistema sobrepasaba las 100 ostras en los 
250 litros de agua de mantenimiento. 
3.4.4.4 Inducción al desove. Se realizaron 46 ensayos de inducción, en los cuales 
21 provocaron desoves mixtos, 8 desoves de machos solamente, y 17 no dieron 
resultado (Anexo B). Los ensayos de inducción se realizaron después de la 
limpieza y constatación del estado óptimo de madurez de las ostras, el mismo día de 
1 llegada de las ostras al laboratorio o después de haberlas acondicionado al 
laboratorio (ya sea para su mantenimiento por horas después de su llegada, mientras 
se preparan las condiciones para la inducción o durante 1 o 2 meses mientras se 
completa la maduración de las gónadas). El procedimiento empleado fue el 
siguiente: 
Exposición al sol secas durante una hora (en algunas ocasiones). 
Exposición al aire del laboratorio, entre 16 y 18°C durante 2 a 10 horas (en 
algunas ocasiones). 
Introducción en agua dulce fresca, entre 23 y 25°C durante 5 a 20 minutos (en 
algunas ocasiones). 
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Introducción al agua de desove: se utilizaron recipientes como poncheras plástica 
de 5 a 20 litros, acuarios de 40 a 100 litros y canaleta de fibra de vidrio de 200 
litros, en los cuales se sometieron a diferentes tratamientos: 
Aumento de temperatura, manteniendo la salinidad del medio natural si es 
conocida o sometiéndolas a una salinidad entre 15 y 35%0. 
Aumento de la temperatura y disminución de la salinidad. 
Aumento de la temperatura y la salinidad. 
Disminución de la temperatura y la salinidad 
Disminución de la temperatura. 
Disminución de la salinidad, manteniendo la temperatura entre 30 y 32°C. 
Para el aumento de la temperatura se usó el sol, resistencias eléctricas y/o agua 
calentada en estufa u homo. Se trabajó desde 20-22°C hasta 30-33°C, efectuando 
cambios térmicos lentos y rápidos. 
Para variar la salinidad se adicionó agua dulce o marina, según el caso y se trabajó 
entre 15 y 309100 generalmente. Ésta misma agua era en algunos casos calentada 
previamente para el aumento de la temperatura. 
Adición de una solución de espermas para estimular químicamente el desove. 
(Opcional). 
Espera del desove entre 2 y 12 horas. 
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Los recipientes de desoves fueron en algunos casos auxiliados con aireación muy 
suave, para evitar la disminución brusca de oxígeno. 
Cuando las ostras iniciaron el desove se realizó el siguiente procedimiento: 
Se dejaron desovar 1 a 2 machos completamente y se retiraron del agua el resto 
de machos que iniciaran el desove, para evitar contaminación en el agua y la 
poliespermia. 
Cuando culminó el desove de las hembras, se retiraron las ostras del agua para 
permitir la fecundación. En general se trabajó con una relación de desove 
hembras:machos de 2:1. 
Se dejó en reposo el agua con gametos durante 20-30 minutos, para permitir la 
fecundación. 
En algunos casos no se dejaban desovar los animales en el acuario donde se 
efectuaba la inducción, sino que se colocaban en forma individual en recipientes 
para la posterior verificación del sexo microscópicamente y luego hacer la 
mezcla de los gametos en una relación hembras:machos de 2:1. 
3.4.4.5 Extrusión de las gónadas. Éste experimento se realizó en el caso de que 
aún siendo verificado que las ostras se encuentran en estado óptimo para desovar, 
éstas no se estimularon durante el proceso de inducción. El procedimiento fue el 
siguiente: 
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Forma de realización de la inducciones al desove. 
Ostras desovando. Véase la coloración blancuzca del agua que indica la presencia 
de productos sexuales. 
189 
Limpieza rigurosa de las conchas con agua de cloro (hipoclorito al 5,25%) a una 
concentración de 50-80 ppm, restregando fuerte con cepillo. 
Enjuagado con abundante agua. 
Apertura de la ostra ( retiro de la valva derecha). 
Corte en líneas paralelas o en cruz de las gónadas y frotis para identificación del 
sexo y verificación del estado de los gametos al microscopio. Durante el corte se 
debe tener cuidado de no lesionar las vísceras para evitar contaminación. 
Lavado suave de las gónadas sobre beakers o frascos de boca ancha, con agua 
preparada para la fecundación. 
Cuando se obtuvieron gametos de ambos sexos en buen estado, se realizó la 
mezcla de los mismos en una relación de solución de huevos: solución de 
espermas de 1-2:1000; es decir, se adicionó 1-2 ml de solución densa de 
espermas a 1 litro de solución de huevos y se dejó la mezcla en reposo durante 
20-30 minutos para permitir la fecundación (según Alarcón y Yukihira. 
Producción artificial de semilla del ostión de mangle. Costa Rica, 1987). 
En muchos intentos de realización de éste experimento no se obtuvieron gónadas de 
ambos sexos, por lo cual no se pudo producir la fecundación. En éstos casos se 
realizaba el sacrificio de máximo 15 ostras de diferentes tamaños. 
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3.4.4.6 Postdesove. Durante el primer ario de trabajo (1998), las ostras desovadas 
en el laboratorio fueron trasladadas a la CGSM, con el propósito de su 
mantenimiento para maduración de las gónadas. Se colocaron en canastas y moños 
tendidos en alambres, ambos fijados a una pasarela de madera en el patio de una 
familia de pescadores en la población de Palmira. En ambos casos las ostras 
murieron entre 1 y 2 semanas de mantenimiento, debido a la alta sedimentación y a 
las bajas extremas en los niveles de oxígeno en el agua. Durante el segundo año de 
trabajo (1999), las ostras desovadas se llevaron a la bahía de Taganga, donde fueron 
soltadas en forma libre en regiones con formaciones rocosas en el agua; éstas ostras 
no se volvieron a recuperar. 
Palmira, CGSM. Patio de una familia de pescadores. 
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Distribución de las ostras en canastas, las cuales se suspendieron en una pasarela. 
3.4.5 Manejo de los huevos fecundados o cigotos. Luego de la obtención de los 
cigotos, ya sea por medio de la inducción al desove o por medio de la extrusión de 
las gónadas, se procedió de dos formas: 
1. Lavado de los cigotos: 
Se sifoneó el fondo con los cigotos sobre tamiz de 100 micras colocado a la vez 
sobre tamiz de 20 micras sumergido en agua limpia; el primero para retener 
partículas de desecho grandes y el segundo para eliminar el exceso de espermas 
y retener los cigotos, los cuales tenían un tamaño entra 30 y 45 µm. 
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Los cigotos retenidos en el tamiz fueron colocados en un balde con agua limpia 
a igual temperatura y salinidad del desove, y dejados en reposo durante 20-30 
minutos. 
Posteriormente se lavaron 2 veces cada 30 minutos, sacando el 60-70% del 
agua de la superficie y reemplazándola con agua limpia en iguales condiciones. 
Se dejaron en reposo hasta la aparición de las larvas trocóforas o véligers, las 
cuales se desarrollan entre 4-8 horas postfecundación y 10-24 horas 
postfecundación respectivamente. Durante éste tiempo el agua se mantiene a la 
misma temperatura de desove o se deja enfriar hasta 24-26°C, temperaturas a la 
cual se llevó a cabo la cría de las larvas. 
Se realizó un seguimiento microscópico y registro fotográfico del desarrollo 
embrionario y/o larval. 
2. Reposo de los cigotos hasta la aparición de las larvas: 
Se retiró entre el 50 y el 60% del agua de la superficie reemplazándola con agua 
limpia y en iguales condiciones de temperatura y salinidad. En algunos casos no 
se realizó éste procedimiento para evitar al máximo la manipulación de los 
cigotos. 
Se dejó en reposo los cigotos con aireación suave, realizando un seguimiento del 
desarrollo embrionario al microscopio, para verificar la aparición de las larvas 
trocóforas y véligers o "D". Del mismo modo que en el procedimiento anterior, 
se mantiene la misma temperatura de desove o se permite que el agua se enfríe 
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hasta 24-26°C, según la temperatura elegida para ensayar en cada experimento de 
cría larval. 
3.4.6. Cría de larvas. La cría larval se llevó a cabo a partir de larvas trocóforas o 
véligers. En ambos casos el procedimiento fue el siguiente: 
Recolecta de las larvas por medio de sifoneos con manguera transparente de 1/8 
de pulgada, llevando el agua desde la superficie del agua donde se observó a las 
larvas concentradas, hacia un tamiz de 30 pm sumergido en agua con las mismas 
condiciones de temperatura y salinidad. En el caso de acuarios, las paredes 
fueron oscurecidas con plástico negro dejando una esquina libre, para luego 
colocar luz en dicha esquina y atraer a las larvas, ya que tanto las trocóforas 
como las véligers presentan fototropismo positivo; así, el sifoneo era efectuado 
con mayor facilidad por una esquina de los acuarios. 
Traspaso de las larvas en el tamiz hacia un balde con agua limpia, también con 
las mismas condiciones de temperatura y salinidad. 
Homogenización de las larvas, haciendo movimientos circulares suaves en el 
agua con la mano limpia. 
Realización de 4-5 muestreos de 1 ml, utilizando pipetas plásticas limpias y 
conteo al microscopio para determinar la cantidad promedio de larvas obtenidas. 
Siembra en los recipientes de cría bajo las siguientes condiciones: 
Densidad larval: 5 a 15 larvas/ml. 
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Temperatura: 28 a 30°C y 24 a 26°C. Para el mantenimiento del primer rango 
de temperatura se empleó resistencias eléctricas dentro de los recipientes de cría. 
Salinidad: entre 20 y 30%0 según la salinidad de desove. 
pH: entre 7 y 8. 
Oxígeno: entre 5 y 6 mg/l. 
Al principio se trabajó con agua de mar filtrada por 5 um y esterilizada con luz UV; 
y durante los últimos ensayos se utilizó agua de mar filtrada por 20 p.m. En ambos 
casos el agua de mar fue mezclada con agua dulce filtrada por 20um para obtener la 
salinidad de trabajo y la mezcla fue esterilizada con cloro comercial ( Hipoclorito al 
5,25%) a una concentración de 50 ppm, con aireación durante una hora, al cabo de la 
cual se neutralizó el cloro en el agua adicionando tiosulfato de sodio en igual 
concentración con aireación durante una hora más. 
Como recipientes de cría se emplearon incubadoras McDonalds con capacidad de 8 
litros, poncheras plásticas con capacidad entre 10 y 20 litros y una incubadora estilo 
Waynarovich con capacidad de 150 litros. Se usaron tapados con plástico, para 
evitar la entrada de polvo y mugre, dejando aberturas pequeñas para el intercambio 
de aire. 
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Recipientes plásticos utilizados en el levante larval de C. rhizophorae. 
Vista superior de los recipientes de cultivo. Dentro se ven los colectores hechos de 
conchas de ostras para la fijación de semillas. 
Incubadoras Waynarovich empleadas en el levante larval de C. rhizophorae. 
Suministro de aireación suave, para lo cual se empleó el mismo sistema de 
lavado del aire utilizado en el cultivo de microalgas (Ver 3.4.3.5). 
Adición de antibiótico (Cloranfenicol) en una concentración de 0,016 mg/1 (se 
utilizó preventivamente contra la contaminación bacteriana). 
Oscurecimiento de los recipientes claros usando plástico negro. Éste paso se 
realizó con el fin de favorecer un ambiente oscuro para el momento de la 
fijación, ya que las larvas fijadoras o pedivéligers presentan geotropismo 
positivo; por lo tanto, éste paso puede ser realizado también al final cuando se 
haya constatado la presencia de pedivéligers. 
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Alimentación a partir de la aparición de las larvas véligers o "D", para lo cual se 
ensayaron dos cronogramas (Tabla 22): 
Tabla 22. Cronogramas de alimentación empleados para el levante de larvas de 
Crassostrea rhizophorae. 
Día Cronograma 1 (células/mi) Cronograma 2 (ml microalgas/litro de agua 
con larvas) 
1 15000 3 
2 18750 3,375 
3 22500 3,75 
4 26250 4,125 
5 30000 4,5 
6 33750 4,875 
7 37500 5,25 
8 41250 5,625 
9 45000 6 
10 48750 6,375 
11 52500 6,75 
12 56250 7,125 
13 60000 7,5 
14 63750 7,875 
15 67500 8,25 
16 71250 8,625 
17 75000 9 
18 78750 9,375 
19 82500 9,75 
20 86250 10,125 
El cronograma 1 se basó en la alimentación para larvas de Crassostrea rhizophorae 
empleado en Chomes, Puntarenas, Costa Rica. A partir del día 21 se alimentó en 
forma proporcional hasta el momento de la fijación. 
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El cronograma 2 se basó en la relación volumen agua con larvas:volumen 
microalgas de 1000:3; es decir, 3 ml de microalgas por cada litro de agua con 
larvas, con un incremento diario de [I parte en relación con la cantidad inicial. 
Para la alimentación se utilizaron las microalgas Nannochloropsis sp., Isochrysis 
galbana y Te/rase/mis chita, de la siguiente manera: 
Nannochloropsis sp. durante el primer día de alimentación. 
Isochrysis galbana y Nannochloropsis sp., desde el día 2 hasta el día 4-5, en 
proporciones iguales (50 y 50%) manteniendo la concentración celular requerida. 
Nannochloropsis ,sp., Isochrysis galbana y Tetraselmis chuii, desde el 4-5 día en 
adelante, en proporciones de 25, 50 y 25% respectivamente. 
Recambios de agua cada día por medio, filtrando toda el agua con mangueras 
sobre tamices de 30, 40, 60, 70, 100, y 150 nm, de acuerdo al tamaño de las 
larvas. Los tamices se usaron sumergidos en agua limpia con iguales 
condiciones de temperatura y salinidad. Sobre los tamices de retención de las 
larvas se colocó un tamiz de ojo de malla superior al tamaño de las larvas, con el 
fin de retener mugre. Las larvas se mantenía dentro de los tamices con agua 
limpia mientras se preparaban los recipientes de cría, los cuales eran lavados con 
agua de cloro una concentración de 30-40 ppm y esponja, y enjuagados con 
abundante agua dulce; antes de ser llenados con agua nueva eran enjuagados con 
agua de mar esterilizada. Posteriormente las larvas retenidas en los tamices eran 
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colocadas en los recipientes de cría con agua nueva, a la cual se le volvía a 
aplicar la dosis inicial de Cloranfenicol. 
Registro diario de la temperatura, salinidad, pH y oxígeno del agua, empleando 
sondas electrónicas WTW ref. LF 230, pH 320 y OXI 320. Las mediciones se 
hacían entre las 8 y 9 de la mañana. 
Seguimiento microscópico y registro fotográfico del desarrollo y 
comportamiento de las larvas, aprovechando los días de recambio del agua. 
Preparación de los recipientes de cría para la fijación, pintando con parafma las 
paredes internas, con el objetivo de desprender fácilmente las larvas fijadas sobre 
las paredes. Éste paso se lleva a cabo entre los 15 y 18 días postfecundación y 
para ello se colocan las larvas en recipientes suplentes mientras los recipientes de 
fijación son pintados y lavados. 
Larvas trocóforas. Tamaño entre 30 - 60 micras. Aumento 10 X. 
Larvas "D". Día 1. Tamaño entre 40 - 70 micras. Aumento 10 X. 
Larvas "D". Día 2. Aumento 10 X. 
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Larvas "D". Día 3. Aumento 10 X. 
Larvas "D". Día 5. Aumento 10 X. 
Larvas umbonadas. Día 10. Tamaño aproximado de 80 micras. Aumento 10 X. 
Larvas umbonadas. Día 14. Tamaño entre 100-110 micras. Aumento 10 X. 
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Larvas umbonadas. Día 17. Tamaño entre 120 — 150 micras. Aumento 10 X. 
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Larva umbonada. Día 21. Tamaño entre 180 — 200 micras. Desarrollo del pie. 
Aumento 10 X. 
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Larva umbonada. Día 29. Tamaño entre 250 — 300 micras. Aparece la mancha 
ocular. Aumento 10 X. 
Larva pedivéliger. Día 34. Tamaño aproximado de 300 micras. Aumento 10 X. 
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3.4.7 Fijación y cría de postlarvas o semillas. Cuando se observó el inicio del 
desarrollo del pie en las larvas, entre 19 y 20 días postfecundación, se realizó el 
siguiente procedimiento: 
Introducción de los colectores en agua de mar esterilizada durante 3 a 4 días 
antes de la fijación, con el fin de aumentar la aceptación por parte de las larvas. 
Éstos colectores se construyeron con conchas de ostras y láminas plásticas y 
láminas de acrílico perforadas en el centro y unidas con nylon, dejando una 
separación de 3-5 cm entre ellas. Antes de ser usados se lavaron bien en agua 
hirviendo durante 15 minutos. 
Introducción de los colectores en los recipientes con las larvas. 
Revisión diaria de los colectores en estereoscopio para constatar la presencia de 
larvas fijadas. 
Una vez verificada la presencia de larvas fijadas o semillas, se siguió el 
mantenimiento así: 
Recambio del 100% del agua cada día por medio en los recipientes plásticos y 
del 30% en la incubadora Waynarovich. 
Limpieza de los colectores durante los recambios, sacudiéndolos suavemente en 
agua limpia con iguales condiciones de temperatura y salinidad. 
Aumento de la alimentación a una concentración 2 veces superior a la aplicada 
durante la cría de larvas, procurando un "bloom" de microalgas en el agua sin 
exceso. 
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Registro diario de la calidad del agua de la misma forma empleada para las 
larvas planctónicas. 
Seguimiento en estereoscopio, microscopio y registro fotográfico, para la 
observación del crecimiento sobre los colectores. 
Semilla. Día 36. Tamaño entre 300 — 500 micras. Fijada en colector de acrílico. 
Aumento 10 X. 
4. RESULTADOS 
4.1 CALIDAD DEL AGUA 
4.1.1 Medio natural. Durante el proceso de recolección de reproductores se 
presentaron algunos inconvenientes para la toma de datos de los factores 
fisicoquímicos del agua en los sitios de donde se obtuvieron los reproductores. 
También se tomaron datos en la CGSM cuando los reproductores eran trasladados 
del laboratorio a éste sitio para que siguiesen su proceso de maduración de gónadas 
en el medio natural. 
La Figura 17 muestra el comportamiento de la salinidad promedio en Palmira 
(CGSM) durante el año de 1998. 
La Tabla 23 nos muestra como era la salinidad de la Ciénaga de Mestizos y el Caño 
Boca Cerrada en el instante de la obtención de los reproductores y en la CGSM 
cuando éstos se llevaban para continuar la maduración gonadal. 
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Figura 17. Variación de la salinidad promedio en Palmira (CGSM) para el ario de 
1998. 
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Tabla 23. Reportes de salinidad en la Ciénaga de Mestizos, Caño Boca Cerrada y la 
CGSM para 1998 y 1999. 
Fecha Lugar Salinidad (940) 
Febrero 26 de 1998 Ciénaga de Mestizos 31 
Marzo 10 CGSM 24,7 
Marzo 17 Caño Boca Cerrada 34,8 
Marzo 17 CGSM 31,9 
Abril 13 CGSM 35,7 
Abril 20 CGSM 35,7 
Abril 27 CGSM 35,5 
Mayo 4 CGSM 34,1 
Mayo 11 CGSM 31,1 
Mayo 16 CGSM 33,2 
Mayo 25 CGSM 31 
Junio 2 CGSM 16,6 
Junio 29 CGSM 17,4 
Julio 3 CGSM 17,5 
Julio 10 CGSM 15,6 
Julio 14 CGSM 18,5 
Octubre 23 Caño Boca Cerrada 20 
Diciembre 18 CGSM 5,4 
Diciembre 23 CGSM 2,4 
Diciembre 30 CGSM 24,4 
Junio 4 de 1999 CGSM 29,8 
4.1.2 Mantenimiento de reproductores en el laboratorio. En ésta etapa de 
trabajo se realizaba un seguimiento diario de los principales factores fisicoquímicos 
del agua de mantenimiento de los reproductores. Los valores de éstos factores se 
mantuvieron en los siguientes rangos (ver tabla 24): 
Temperatura del agua: 20,2- 28,7E C 
Salinidad: 15,88 —37,65%0 
Oxígeno: 3,56 — 6,94 mg/1 
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pH: 7,26- 8,10 
NH4: 1,36 - 3,81 mg/1 
NO2: 0,13 - 1,65 mg/1 
Temperatura de máximos y mínimos del agua: 24,5/18,611C. 
Tabla 24. Promedios mensuales de los parámetros fisicoquímicos del mantenimiento de los 
reproductores de ostras, registrados en el periodo comprendido entre Marzo de 
1998 y Noviembre de 1999 en el laboratorio de ostras del CPPPT. 
Mes Temp. 
Agua 
(°C) 
Salinidad 
(%0) 
02 
(mg/1) 
pli NH4 
(mg/I) 
NO2 
(mg/1) 
Temp. 
amb. 
CC) 
Max-Min 
Agua (°c) 
Max-Min 
amb. 
en 
Marzo 26,2 37,16 26,92 24,1/20,8 
Abril 28,7 37,62 4,68 8,01 30,50 
Mayo 21,4 37,65 5,09 8,10 1,97 0.66 27,2 
Junio 21,5 35,34 5,94 7,89 1,36 0,66 25,9 24/20,3 27,8/23,8 
Julio 21,6 36,61 6,00 7,69 25,3 22,4/20,2 28,2/24,2 
Agosto 22,7 37,60 6,63 7,58 28,4 22,6/21,6 29,1/24,2 
Septiembre 21,3 37,02 6,94 7,64 26,1 23/19,4 28,3/23,4 
Octubre 20,7 37,36 6,56 7,82 3,36 0,66 25,7 22/18,6 26,9/22,7 
Noviembre 20,2 15,88 4,51 7,71 25,3 21,7/19,3 26,3/23,5 
Diciembre 20,3 25,79 3,84 7,63 25,3 21,6/19,2 25,5/22,8 
Mayo 21,5 24,82 6,32 7,72 25,8 24,5/20,8 28,1/22,6 
Junio 20,7 24,51 4,37 7,65 3,81 1,65 24,6 22,5/20,4 26,4/22,6 
Julio 22,2 28,73 3,56 7,26 26,3 23,6/21,3 28/23,7 
Agosto 21,9 28,50 5,47 8,04 3,33 0,13 26,2 23/21,4 27,4/24,1 
Octubre 24,22 26,05 3,20 7,34 26,47 24,5/22,9 27,7/24,3 
Noviembre 24,63 28,56 3,90 7,06 26,51 24,3/21,9 27,1/24,3 
4.2 CULTIVO DE MICROALGAS 
Después de varios ensayos se encontró que Isochrysis galbana crece mejor cuando 
se aplica entre 1,5 y 2 ml de Bayfolan especial por litro de agua de mar y 
Nannochloris oculata crece bien a partir de 1 ml de Bayfolan® especial por litro de 
agua de mar. Los resultados obtenidos con éste fertilizante fueron los más 
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satisfactorios, ya que fue muy aceptado por ambas especies de microalgas, 
apreciándose el crecimiento de las células en poco tiempo comparado con los 
anteriores fertilizantes. A partir de los distintos ensayos que se realizaron se 
decidió cultivar las microalgas empleando como nutriente básico el fertilizante 
Bayfolan® especial, el cual se aplicó en concentraciones de 1 m1/1 para la 
producción de Nannochloris oculata, Ncmnochloropsis sp. y Tetraselmis chuii y 
1,5-2 m1/1 para Isochlysis galbana y Chaetoceros sp., obteniendo en todas las 
especies buenos resultados. 
Además de los ensayos de diferentes fertilizantes para el enriquecimiento de los 
cultivos de microalgas, también se realizaron varios experimentos de adaptación y 
cultivo de las microalgas Tetraselmis chuii y Nannochloris oculata en agua dulce 
utilizando recipientes con capacidad de 2 litros, en los cuales se obtuvieron los 
siguientes resultados: 
Las microalgas Tetraselmis chuii y Nannochloris oculata se adaptaron al agua 
dulce adicionando el 75, 50 o el 25% de agua dulce con respecto al volumen 
total del recipiente. (Tabla 25): 
Tabla 25. Cultivo de Tetraselmis chuii y Nannochloris oculata en agua dulce. 
ml de microalgas ml de agua dulce Días del cultivo 
1500 500 4 
1000 1000 5 
500 1500 6 
212 
e La producción de microalgas en agua dulce se logró inoculando entre 250 y 500 
ml de microalgas adaptadas en 1.500 y 1.750 ml de agua dulce respectivamente, 
repitiendo el proceso 3 a 4 veces más, luego de lo cual el cultivo pierde vigor y 
es necesario partir desde nuevas muestras cultivadas en agua marina. 
En el 20% de los casos las microalgas no se adaptaron al agua dulce y se 
precipitaron en el fondo de los recipientes. 
4.3 MANEJO DE LOS REPRODUCTORES 
4.3.1 Determinación del factor de condición y análisis microscópico de las 
gónadas. Los resultados sobre el cálculo del factor de condición indican un estado 
de desarrollo gonadal muy bajo en casi todos los casos. Éste factor de condición fue 
calculado tomando una pequeña muestra de cada lote de reproductores, por lo cual 
los resultados no son representativos (Tabla 26). En el caso del análisis 
microscópico de las gónadas, se pudo establecer con mayor precisión el estado real 
de las células reproductivas y determinar si las ostras estaban aptas para la 
inducción. 
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Tabla 26. Datos sobre el Factor de Condición durante los años 1998 y 1999. 
No. Origen IGS 
Macroscópico 
IGS 
Microscópico 
Sexo FC 
1 Ciénaga Mestizos 4-5 H 
2 Caño Boca cerrada 1 H 
3 Caño Boca cerrada 5 H 
4 Ciénaga Mestizos 1 
5 Ciénaga Mestizos 1 
6 Ciénaga Mestizos 3-4 
7 Ciénaga Mestizos 4-5 
8 Ciénaga Mestizos 5-6 
9 Ciénaga Mestizos 2 4 H 59,43 
10 Ciénaga Mestizos 3 4 H 113 
11 Ciénaga Mestizos 4-5 M 41 
12 Ciénaga Mestizos 2 3-4 H 34,47 
13 Ciénaga Mestizos 4 M 46,03 
14 Caño Boca Cerrada 3 M 39,11 
15 Caño Boca Cerrada 5 M 43,32 
16 Ciénaga Mestizos 4 
17 Ciénaga Mestizos 4 
18 Ciénaga Mestizos 5 
19 Caño Boca Cerrada 24,27 
20 Caño Boca Cerrada M 30,78 
21 Caño Boca Cerrada 23,88 
22 Ciénaga Mestizos 19,81 
23 Caño Boca Cerrada 4 H 
24 Caño Boca Cerrada H 89,76 
25 Caño Boca Cerrada H 116,1 
26 Caño Boca Cerrada M 53,05 
27 Caño Boca Cerrada H 54,1 
28 Ciénaga Mestizos 4-5 5 H 46,17 
29 Ciénaga Mestizos 4-5 3 M 75,39 
30 Ciénaga Mestizos 4-5 5 H 73,17 
31 Ciénaga Mestizos 4-5 5 H 34,18 
32 Ciénaga Mestizos 10,31 
33 Ciénaga Mestizos 17,16 
34 Caño Boca Cerrada 4-5 5 H 27,56 
35 Caño Boca Cerrada 4 4 M 9,78 
36 Ciénaga Mestizos 4 M 34,27 
37 Ciénaga Mestizos 4 5 H 28,39 
38 Ciénaga Mestizos 2 M 21,28 
39 Ciénaga Mestizos 3 M 30,5 
40 Ciénaga Mestizos 5 H 35,63 
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No. Origen IGS 
Macroscópico 
IGS 
Microscópico 
Sexo FC 
41 Ciénaga Mestizos 3 M 102,7 
42 Ciénaga Mestizos 3 M 74,22 
43 Ciénaga Mestizos 5 H 78,6 
44 Ciénaga Mestizos 5 H 45,8 
45 Ciénaga Mestizos 4 M 43,37 
46 Ciénaga Mestizos 5 11 50,34 
47 Caño Boca Cenada 4-5 H 121,8 
48 Caño Boca Cerrada 4-5 H 42,6 
49 Callo Boca Cenada 4-5 H 116,2 
50 Caño Boca Cerrada 4-5 H 80,5 
51 Ciénaga Mestizos 2 5 H 48,47 
52 Ciénaga Mestizos 2 4-5 H 39,75 
53 Ciénaga Mestizos 2 4 M 46,10 
54 Ciénaga Mestizos 2 3-4 H 42,88 
55 Ciénaga Mestizos 3 4-5 M 44,87 
56 Ciénaga Mestizos 2-3 4-5 M 66,45 
57 Caño Boca Cerrada 2-3 3 H 81,02 
58 Caño Boca Cerrada 2-3 3 H 76,49 
59 Caño Boca Cerrada 2-3 3 H 89,88 
60 Caño Boca Cenada 2-3 3 H 78,08 
61 Caño Boca Cenada 2 2 M 51,22 
62 Caño Boca Cerrada 3 3 M 92,68 
63 Caño Boca Cenada 2-3 3 M 47,86 
4.3.2 Épocas de maduración de Crassostrea rhizophorae. Éstas épocas fueron 
determinadas durante las recolecciones de reproductores realizadas en el periodo de 
trabajo comprendido entre 1998 y 1999 en la Ciénaga de Mestizos y el Caño Boca 
Cerrada, mediante los datos obtenidos por el factor de condición. A continuación 
las figuras 18 y 19 nos dan una idea general del estado gonadal de los animales 
recolectados: 
215 
4 
F ebrero 
DM arzo 
EM ayo 
Junio 
III Julio 
1998 1999 
Tiempo 
Figura 18. Épocas de maduración gonadal de Crassostrea rhizophorae en la 
Ciénaga de Mestizos en los años de 1998 y 1999. 
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Figura 19. Épocas de maduración gonadal de Crassostrea rhizophorae en el Caño 
Boca Cerrada en los años de 1998 y 1999. 
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4.3.3 Inducción al desove. En los desoves mixtos se logró la fecundación de los 
huevos con los siguientes resultados: 
8 casos de desarrollo embrionario detenido o frenado en huevos recién 
fecundados y primeros estados de segmentación de los cigotos. 
Un caso de desarrollo embrionario detenido en el estado de gástrula avanzada o 
trocófora. 
11 casos de obtención de larvas véligers o -D" con sobrevivencia entre 2 y 15 
días. 
Un caso de obtención de larvas pedivéliger y semillas fijadas. 
La inducción al desove tuvo mejor resultados con ejemplares de ostras jóvenes, 
principalmente del Caño Boca Cerrada y Ciénaga Mayorquín, los cuales 
respondieron más activamente a los estímulos durante la inducción al desove, con 
producción de larvas de buen vigor. En el caso de la Ciénaga Mestizos y la Bahía 
Barbacoas, los ejemplares eran muy viejos, por lo cual en muchos casos los 
reproductores no respondieron satisfactoriamente a los estímulos durante la 
inducción al desove y en los casos de desove y obtención de larvas, éstas 
presentaron poco vigor y en muchos casos apariencia deforme. 
Los estímulos de variación tanto de temperatura como de salinidad funcionaron en 
forma positiva para provocar el desove de los reproductores, siendo las 
217 
combinaciones más apropiadas las siguientes: 
El aumento de la temperatura desde 25°C (± 1°C) hasta 30°C (± 1°C), con la 
disminución de la salinidad desde 35-30%0 hasta 28-25%0. 
El aumento de la temperatura desde 25°C (± 1°C) hasta 30°C (± 1°C) con la 
salinidad mantenida entre 25 y 30%0. 
También se lograron repuestas positivas a los siguientes estímulos: 
Disminución de la temperatura (Inducción 38), con lo cual las ostras se 
estimularon y desovaron. 
Adición de esperma recién obtenido al agua de inducción, provocando desove 
entre 10 y 25 minutos después de haber adicionado el esperma. Éste estímulo no 
funcionó todas las veces. 
4.3.4 Extrusión de las gónadas. En los experimentos de extrusión de las gónadas 
se obtuvieron gametos de ambos sexos en 5 intentos, entre los cuales sólo se 
lograron resultados positivos en un caso, en el que se pudo obtener larvas que 
alcanzaron los 10 días de desarrollo (Anexo C). 
4.3.5 Tasa de fecundación. De acuerdo al número de larvas obtenidas en el 
laboratorio y al número de huevos que una hembra de Crassostrea rhizophorae 
puede liberar al medio, se estimó la tasa de fecundación (Tabla 27): 
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Tabla 27. Tasa de fecundación estimada de Crassostrea rhizophorae. 
No. Inducción No. Hembras No. Machos No. Larvas Tasa (%) 
44 2 1 564.000 0,33 
46 2 1 1.200.000 0,70 
4.3.6 Cría de las larvas. Se pudo ensayar 16 experimentos de cría de larvas, en los 
cuales se obtuvieron larvas con sobrevivencia entre 2 y 15 días y un caso único de 
obtención de larvas fijadas o semillas (Anexos D-H). Las larvas con mayor vigor 
fueron las obtenidas a partir de reproductores procedentes del Caño Boca Cerrada y 
la Ciénaga Mayorqtún, los cuales se caracterizaron por ser ostras jóvenes. Las 
larvas obtenidas a partir de los reproductores procedentes de la Ciénaga de 
Mestizos, presentaron una sobrevivencia muy baja de 2 a 3 días, con sólo un caso de 
10 días, y en varios casos el desarrollo larval fue deforme. 
La figura 20 representa el levante larval realizado a una camada de larvas en dos 
diferentes incubadoras McDonalds (6 1), las cuales tuvieron una densidad de siembra 
de 10 larvas/m1 y las mismas condiciones de alimentación y mantenimiento (ver 
anexo E). 
La figura 21 nos muestra el levante larval realizado a otra camada de larvas en 
cuatro incubadoras McDonalds (6 1), donde las incubadoras 1 y 2 tenían una 
densidad de siembra de 10 larvas/mi y las incubadoras 3 y 4 de 5 larvas/ml, todas 
bajo las mismas condiciones de alimentación y mantenimiento (ver anexo F). 
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Figura 20. Crecimiento de larvas de Crassostrea rhizophorae en dos incubadoras 
McDonalds, con levante larval simultáneo y bajo las mismas 
condiciones. 
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Figura 21. Crecimiento larval de Crassostrea rhizophorae en cuatro incubadoras 
McDonalds con dos densidades de siembra diferentes y bajo las mismas 
condiciones. 
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La figura 22 representa el levante larval efectuado a una carnada de larvas en cuatro 
diferentes incubadoras McDonalds (6 1) donde las incubadoras 1 y 3 presentaban una 
densidad de siembra de 15 y 7 larvas/m1 respectivamente con adición de antibiótico 
y las incubadoras 2 y 4 una densidad de siembra de 15 y 7 larvas/mi respectivamente 
sin adición de antibiótico. Todas las incubadoras estuvieron bajo las mismas 
condiciones de alimentación y mantenimiento (ver anexo G). 
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Figura 22. Crecimiento larval de Crassostrea rhizophorae en cuatro incubadoras 
McDonalds con diferentes densidades de siembra, con uso de antibiótico 
o sin él y bajo las mismas condiciones. 
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La figura 23 nos muestra el levante larval realizado a una carnada de larvas en tres 
diferentes recipientes de cultivo como lo fue un balde (20 1), una ponchera (14 1) y 
una incubadora Waynarovich (150 1) en donde la densidad de siembra fue de 7, 15 y 
7 larvas/m1 respectivamente. La alimentación en el balde y la ponchera fue igual a 
diferencia de la incubadora Waynarovich. Todos los recipientes bajo las mismas 
condiciones de mantenimiento (ver anexo H). 
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Figura 23. Crecimiento larval de Crassostrea rhizophorae con diferentes 
densidades de siembra y distinta manera de alimentación en tres' 
recipientes de cultivo y bajo las mismas condiciones de mantenimiento. 
4.3.7 Sobrevivencia larval. La sobrevivencia de las larvas no fue muy alta debido 
a las condiciones un poco incómodas de trabajo. Por ejemplo, el levante larval 
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realizado en la incubadora Waynarovich hubiese dado mejores resultados si los 
recambios de agua se realizaran totalmente, pero como el suministro de agua de mar 
era poco, solo se recambiaba el 30% aproximadamente. Esto dio como resultado la 
presencia de larvas "D" en el día 19, cuando la mayoría de las larvas eran 
umbonadas alrededor de 180 jim. 
Los picos de mortalidad se presentaron cuando las larvas pasaban de un estado 
larval a otro, debido a los cambios que sufren las larvas en el proceso de 
metamorfosis. A continuación las figuras 24 y 25 nos ilustran éste hecho, ocurrido 
en dos recipientes de cultivo como lo fueron la incubadora Waynarovich y un balde 
utilizado para éste fin: 
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Figura 24. Sobrevivencia de larvas de Crassostrea rhizophorae en el balde de 
cultivo. 
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Figura 25. Sobrevivencia de larvas de Crassostrea rhizophorae en la incubadora 
Waynarovich. 
5. CONCLUSIONES 
Se logró obtener larvas de Crassostrea rhizophorae a través de inducciones al 
desove, mediante estímulos térmicos y osmóticos principalmente, aplicados a 
reproductores obtenidos en ambientes naturales. 
El estímulo que mayor influencia tuvo en el desove fue el ascenso de la temperatura 
de 25 (±2 E C) a 30 (±2111C), acompañado en algunos casos por la disminución en la 
salinidad desde 30 a 25%o. 
Los reproductores procedentes de la Ciénaga de Mestizos, produjeron larvas de poco 
vigor y en algunos casos deformes, debido posiblemente a la recolección de ostras 
viejas. Los reproductores que presentaron una mejor respuesta ante los estímulos, 
fueron los procedentes de la Ciénaga de Mayorquín y del Caño Boca Cerrada, los 
cuales produjeron larvas de mayor vigor y sobrevivencia. A partir de ostras 
recolectadas en la Ciénaga de Mayorquín se logró un caso de obtención de larvas 
fijadas o semillas, las cuales alcanzaron a sobrevivir 5 días en el laboratorio. 
El mantenimiento de las larvas se hizo con recambios de agua cada día por medio y 
alimentación diaria con las microalgas Nannochloropsis sp., Isoclnysis galbana y 
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Tetraselmis chuii en una concentración aproximada de 50.000 cellml, la cual se fue 
ajustando hasta 70.000 cel/ml. A las semillas se les suministró alrededor de las 
100.000 cellml. 
Los recambios se deben realizar en un 100% para que no se presenten retrasos en el 
desarrollo larval y presencia de contaminación bacteriana. 
La maduración gonadal realizada a los reproductores en el laboratorio no dio buenos 
resultados, ya que el desarrollo embrionario de los huevos fecundados obtenidos de 
las inducciones de éstos especimenes, sólo llegó hasta los primeros estados de 
segmentación. 
Las inducciones al desove sólo se deben realizar si se tiene la certeza que los 
ejemplares tienen las gónadas en estado IV, para asegurar así un buen desarrollo 
embrionario y levante larval. 
Se encontró que las condiciones óptimas para el levante de larvas es mantener el 
agua en los recipientes de cultivo a una temperatura de 24 — 26°C y una salinidad de 
25%o. 
Mediante éste método es posible obtener desoves de un determinado número de 
individuos maduros, por medio de inducciones escalonadas de acuerdo a un plan de 
226 
producción programado, aprovechando la maduración de las gónadas en el medio 
natural. 
6. LIMITACIONES 
Durante el desarrollo de la investigación se presentaron los siguientes 
inconvenientes: 
Goteras e inundaciones de los laboratorios en las épocas de lluvia, ocasionando 
daños en materiales y equipos de laboratorio y retrasos en la programación de los 
experimentos. 
Fallas muy frecuentes en el fluido eléctrico, con interrupciones hasta de 24 horas, 
por lo cual la temperatura de los laboratorios fue muy alta durante éste tiempo y 
como consecuencia se presentaron 2 casos de desoves espontáneos de los 
reproductores con pérdida total de la producción y varios casos de precipitación 
de los cultivos de microalgas, ya que la planta eléctrica de emergencia utilizada 
para el proyecto sólo tenía capacidad de sostenimiento del funcionamiento del 
Compresor de aire, 2 neveras y microscopios. 
Falta de recursos disponibles para la recolecta de agua de mar retirada de la 
costa. 
Falta de presupuesto para la supervisión de la recolección de los reproductores en 
el medio natural y obtención de un suministro continuo de los mismos. 
Falta de equipos y materiales fotográficos en buen estado. 
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GLOSARIO 
ASENTAMIENTO: fijación de larvas de ostras. 
BANCO DE OSTRAS: manchas uniformes de ostras localizadas sobre el fondo de 
un cuerpo de agua, y se distingue del fondo de la región o se levantan del nivel 
normal. 
BATEA: artefacto flotante usado para el cultivo de ostras. 
BIOFILTRO: los filtros biológicos son sistemas conformados por una fase sólida 
porosa sobre la cual crecen microorganismos, entre ellos bacterias nitrificadoras y 
cuya función es la conversión de la materia orgánicas y microorganismos en 
solución a nitrato. 
BISO: líquido cementante que fija defmitivamente la larva en pocos minutos y es 
secretado por la glándula bisogénica, ubicada en la base del pie de muchos moluscos 
lamelibranquios. 
BIVALVO: molusco cuya concha se caracteriza por estar constituida por dos valvas, 
las cuales se encuentran unidas por un ligamento elástico. 
BLÁSTULA: estructura generalmente esférica producida por segmentación de un 
óvulo fecundado; consta de una sola capa de células rodeando una cavidad llena de 
líquido. 
CÁMARA CLOACAL: cámara posterior en la cual desembocan los duetos anal, 
urinario y genital. 
CIGOTO: célula con dotación cromosómica diploide (2n) originada por la fusión del 
pronúcleo masculino con el pronúcleo femenino. 
CILIOS: estructuras similares a pelos que con movimientos rítmicos producen una 
corriente de agua en el interior de los moluscos. 
COLECTOR: material empleado para colectar las semillas de ostras. 
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CO2: Dióxido de Carbono. Gas sin color, olor ni sabor y en concentraciones 
normales no es tóxico para los organismos vivos. 
CONCHA: envoltura que cubre a la mayoría de los moluscos. En el caso de los 
bivalvos está representada por dos valvas. 
CUERPOS POLARES: células pequeñas que constan casi exclusivamente de 
núcleo; formadas durante la oogénesis, maduración del huevo, y aparece como una 
mota en el polo animal del mismo. 
CHARNELA: material fibroso con apariencia de resorte o muelle que une a dos 
valvas. 
DESOVE: expulsión de los gametos masculinos y femeninos (espermas y huevos 
respectivamente). 
DETRITUS: resto de una sustancia. Los restos que quedan del deterioro de rocas y 
vegetales. Residuo inorgánico que en las partes degeneradas, reemplaza al tejido. 
DINOFLAGELADOS: orden de los protozoos que viven en la superficie de los 
mares y lagos. Algunos de ellos son fluorescentes. 
DISOCONCHA: estado larval en el que aparece la mancha ocular y un pie que le 
permite moverse. 
DIVERTÍCULO: desarrollo lateral de la cavidad estomacal. 
EDTA DE Na2: Ácido Etilendiamínico Tetrácico de sodio. 
EMBRIOGÉNESIS: desenvolvimiento de órganos y tejidos en el proceso 
embrionario. 
EMBRIÓN: germen o rudimento de un cuerpo humano. 
ESPERMA: célula reproductiva móvil masculina. Espermatozoide. 
ESTERILIZAR: destruir los microorganismos patógenos. 
ESTUARIO: región de la desembocadura de un río al mar, donde el agua es salobre. 
EURIHALINO: organismo capaz de soportar amplios intervalos de salinidad. 
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EURITÉRMICO: organismo que tolera un intervalo amplio de cambios de la 
temperatura. 
EXÓGENO: que se origina en el exterior del cuerpo, que es debido a una causa 
externa. 
FERTILIZACIÓN: fusión de un espermatozoide con un óvulo para iniciar el 
desarrollo del cigoto resultante. Fecundación. 
FIJACIÓN: proceso que llevan a cabo las larvas de los moluscos bivalvos para 
adherirse a un sustrato, fmalizando así su vida larvaria. 
FILTRAR: proceso en el cual algunos animales toman el alimento del agua a través 
de las branquias. 
FITOPLANCTON: algas microscópicas que flotan en el agua. 
FOLIÁCEAS: perteneciente o relativo a las hojas de una planta. 
FOULING: todos aquellos animales y plantas que se adhieren a las ostras en 
crecimiento y a los materiales de cultivo (colectores, mallas, varas, etc.). 
GÁSTRULA: forma larvaria inicial, común a todos los animales metazoarios, desde 
la esponja hasta el hombre. 
GÓNADA: glándula sexual que produce huevos o espermas. 
HATCHERY: instalación controlada o criadero que tiene como misión la obtención 
de cría para su posterior engorde o para la recuperación de bancos naturales 
agotados. 
HERMAFRODITA: dícese de ciertos animales de las clases inferiores que tienen 
ambos sexos y que pueden fecundarse así mismos. 
HERMAFRODITISMO: estado caracterizado por la presencia de órganos sexuales 
masculinos y femeninos en el mismo organismo. 
HERMAFRODITISMO ALTERNATIVO: si el cambio de sexo aparece a intervalos 
grandes, por tanto, no se puede prever para la temporada de puesta siguiente el sexo 
que va a tener el individuo. 
HUEVO: célula reproductiva femenina. Óvulo. 
INDUCCIÓN AL DESOVE: proceso en el que se estimula a los ind 
sus productos sexuales por medio de cambios en algunos factores fisic 
4y0," 
LARVA: etapa no madura en el ciclo vital de un animal en el curso de la cuártro se 
parece a su progenitor. 
LEVANTE DE LARVAS: cría de la larva a través de todas sus fases en el proceso 
de conversión en adulto. 
LISIS: disolución, liberación, ruptura. 
LUZ U.V.: ondas del espectro solar que tienen una longitud de onda corta entre los 
245 y 265 nm, las cuales son nocivas para las células. 
LUX: unidad de medida de la intensidad luminosa denominada metros candela. 
METAMORFOSIS: transición brusca de una etapa del desarrollo a otra, por ejemplo 
del estado larval al de adulto. 
MICRA: medida de longitud. Es la millonésima parte de un metro. Se usa 
especialmente en las observaciones microscópicas. 
MICROALGAS: plantas visibles solamente con lupa o microscopio. 
MOLUSCOS. animales sin segmentación, de cuerpo blando, a veces cubierto de 
concha y con pie ventral musculoso; respiración por medio de branquias, protegidas 
por un repliegue, el manto. 
NEFRIDIO: órgano que cumple la función de un riñón. 
OSTRA: molusco lamelibranquio que carece de esqueleto interno y cuyo cuerpo 
está encerrado en una concha, formada por dos piezas, unidas por el ligamento 
elástico, llamadas valvas. 
OSTRAS JUVENILES: ostras recién fijadas o asentadas. 
OSTRICULTURA: cultivo de ostras. 
OZONO: alotropía del oxígeno producida por la electricidad, de cuya acción resulta 
el gas muy oxidante, de olor fuerte a marisco y azul cuando se liquida. Es utilizado 
en procesos de esterilización. 
OZONIFICADOR: aparato que produce ozono. 
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PALPOS LABIALES: pliegues a ambos lados de la boca que dirigen la comida 
hacia la boca. 
PEDIVÉLIGER: estado larval más desarrollado de la ostra antes de la fijación. 
pH: logaritmo negativo de la concentración de ion hidrógeno (H) por virtud del cual 
se expresa el grado de acidez o alcalinidad de un líquido. 
PLANCTON: plantas y animales que flotan en el agua y no tienen la capacidad de 
moverse contra la corriente. 
PLANCTÓNICO: que hace parte del plancton. 
POIQUILOTERMO: que tiene una temperatura variable con la del ambiente: -de 
sangre fría". 
POLIESPERMIA: penetración de más de un espermatozoide en un mismo ovocito 
dando lugar a divisiones del cigoto anormales. 
PPM: las partes por millón representan mg de solutos por kg de solución. Éste 
concepto se deriva de que 1 kg es igual a 1 millón de mg. Cuando se trate de 
soluciones acuosas muy diluidas 1 litro pesa aproximadamente 1 kg, por 
consiguiente, ppm es igual a mg/1. 
PREDADOR: animal que mata y consume a otros animales para alimentarse. 
PRODISOCONCHA I: estado larval en que la ostra presenta el umbo agudo. 
PRODISOCONCHA II: estado larval en el que se aprecian las fmas líneas de 
crecimiento sobre las valvas. 
PSEUDOHECES: heces falsas. Material de desecho que no entra en el sistema y 
que es expulsado por la ostra. 
SALINIDAD: cantidad total de material sólido (minerales) en gramos disuelto en 1 
kg o litro de agua. En el medio natural se extiende normalmente de O a 40%0 (partes 
por mil). 
SEMILLA: molusco joven. Ostras y otros bivalvos en su primera fase adulta. 
SÉSIL: individuo que permanece adherido después de la fijación por toda la vida en 
un mismo sitio. 
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SESTON: la totalidad de las partículas vivas y sin vida que flotan en el agua. 
SPATS: post-larvas o semillas. 
SUSTRATO: superficie de estructura firme. 
TAMIZ: cedazo muy tupido. 
TAMIZAR: filtrar a través de un tamiz. 
TROCÓFORA: primera forma larval móvil de algunos moluscos procedente de la 
división del cigoto, la cual se alimenta de la reserva de su vitelo. 
UMBO: proyección con apariencia de pico en la parte dorsal de las conchas que 
representa la parte más sobresaliente de éstas. 
VALVA: cada una de las dos piezas duras que encierran y protegen el cuerpo de los 
moluscos acéfalos. 
VÉLIGER: estado larval secundario de la mayoría de los moluscos caracterizado 
por la presencia de una cubierta membranosa o velo. 
VITELO: citoplasma de la célula-huevo de los metazoos. Está cargado de 
sustancias de reserva destinadas a nutrir al futuro embrión. 
XILÓFAGO: dísece de los animales que roen. 
ZARANDA: cedazo rectangular con fondo de red que se emplea en los lagares. 
BIBLIOGRAFÍA 
ALARCÓN, Francisco y YUKIHIRA, Hideki. Guía ilustrada: producción artificial 
de semilla del ostión de mangle a nivel experimental. San José, Costa Rica: 
CONICIT-UNA-JOVC, 1987. 53p. 
ARIAS, Luz Marina el al. El cultivo de la ostra de mangle Crassostrea 
rhizopho rae. En: Fundamentos de Acuicultura Marina. Santafé de Bogotá: 1NPA, 
1995. p. 153-207. ISBN 958-9356-01-X. 
BARLIZA, Feligno y QUINTANA, Carmen. Contribución al desarrollo de la 
ostricultura en la Ciénaga Grande de Santa Marta, 1992, 159 p. Tesis de grado 
(Ingeniero Pesquero). Universidad del Magdalena. Facultad de Ingeniería 
Pesquera. 
BREESE, Wilbur and MALOUF, Robert. Hatchery rearing techniques for the 
oyster Crassostrea rivularis Gould. Aquaculture, 12: 123-126 (1977). 
BÜCKLE, L. Fernando el al. Manual de metodologías y alternativas para el cultivo 
de microalgas. Ensenada, Baja California, México: CICESE, 1986. 94p. 
CASTAGNA, Michael and KRAEUTER, John. Manual for growing the hard clam 
Mercenaria. Wachapreague, Virginia: Virginia Institute of Marine Science, 1981. 
110 p. 
COLL, Julio. Acuacultura Marina Animal Madrid, España: Ediciones Mundi-
Prensa, 1983. p. 117-139,329-358. ISBN 84-7114-123-X. 
CUÑA, Miguel y PÉREZ, Alejandro. Cultivo de bivalvos en batea. Galicia, 
España: CLAVE-A Coruña, Consellería de Pesca, Marisque° e Acuicultura, Xunta 
de Galicia, 1991. p. 7-28. ISBN 84-453-0521-2. 
CUÑA, Miguel; FERNÁNDEZ, Isabel y PÉREZ, Alejandro. Cultivo de bivalvos 
en criadero. Galicia, España: CLAVE-A Coruña, Consellería de Pesca, Marisqueo 
e Acuicultura, Xunta de Galicia, 1991. p. 4-49. ISBN 84-453-0525-5. 
234 
235 
DAVIS, Harry and CALABRESE, Anthony. Survival and growth larvae of the 
European oyster (Ostrea edulis L) at different temperatures. Diol. Bull., 136:193-
199 (1969). 
ENTREVISTA con José Antonio Frías Laporeau, Biólogo. San Antero, Cispatá, 
Córdoba, julio 10 de 1999. 
FERNÁNDEZ, Isabel. Reproducción y Acondicionamiento de bivalvos en el 
criadero. Galicia, España: CLAVE-A Coruña, Consellería de Pesca, Marisque° e 
Acuicultura, Xunta de Galicia, 1991. p. 16-21. ISBN 84-453-0524-7. 
GOMES, Luiz António de Oliveira. Cultivo de crustáceos e moluscos. So Paulo, 
Brasil: Nobel, 1986. 226p. ISBN 85-213-0411-0. 
HERNÁNDEZ, Armando. Proyecto Desarrollo de la Maricultura en Colombia: 
Informe final. Bogotá: COLCIENCIAS-CIID, 1984, 119 p. 
HERNÁNDEZ, Klaudia. Inducción al desove y desarrollo larval de la ostra 
perlífera Pinctada imbricata Róding, 1798 (Bivalvia: Pteridae). Santa Marta, 1999, 
96 p. Tesis de grado (Biólogo Marino). Universidad de Bogotá Jorge Tadeo 
Lozano. Facultad de Biología Marina. 
MACINNES, J.R., and CALABRESE, A. Combined effects of salinity, 
temperature and copper on embryos and early larvae of the American oyster 
Crassostrea virginica. Environm. Contam. Toxicol., 8: 553-562 (1979). 
MARTÍNEZ, Luis y TORRES, Marta. Producción de semilla de camarones 
peneidos en laboratorio. En: Fundamentos de Acuicultura Marina. Santafé de 
Bogotá: INPA, 1995. p. 49-50. ISBN 958-9356-01-X. 
MAS, Blanca y TIANA, José. Acuicultura Marina. Madrid: Servicio de 
Publicaciones de Extensión Agraria, s f p. 35-48. ISBN 84-341-0531-4. 
PÉREZ C., León. Observaciones ecológicas y ensayos de cultivo de la ostra del 
mangle Crassostrea rhizophorae en la Ciénaga Grande de Santa Marta. Santa 
Marta, 1977, 62 p. Tesis de grado (Biólogo). Universidad de Antioquia. Facultad 
de Ciencias y Humanidades. Departamento de Biología. 
PRICE Jr., Kent and MAURER, Don. Holding and spawning Delaware Bay 
oysters (Crassostrea virginica) out of season II. Temperature requirements for 
maturation of gonads. Vol. 61 (june, 1971); p. 29-34. 
QUAYLE, D.B. Ostras tropicales; cultivo y métodos. Ottawa: CIDD, 1981. 84 p. 
236 
STEINBERG, P.D. and KENNEDY, V.S. Predation upon Crassostrea virginica 
(Gmelin) larvae by two invertebrate species common to Chesapeake Bay oyster 
bars. En: The Veliger. Vol. 22, No. 1 (july, 1979); p. 78-84. ISBN 0042-3211. 
WALNE, P.R. Cultivo de moluscos bivalvos. Zaragoza, Esparta: Acribia, sf 205 
p. ISBN 84-200-0457-X. 
WEDLER, Eberhard. El cultivo de la ostra Crassostrea rhizophorae (Guilding, 
1828) en el Caribe Colombiano. En: Revista Ingeniería Pesquera. Santa Marta, 
Colombia. Vol. 3, No. 1/2 (ene.-dic. 1984); 76 p. 
. Introducción en la Acuacultura: con énfasis en los neotrópicos. Santa 
Marta, Colombia: Litoflash, 1998. P. 273-286. ISBN 958-96207-4-4. 
WHEATON, Fredrick W. Acuacultura: Diseño y construcción de sistemas. 
México: A.G.T. Editor S.A., 1993. p. 461-673. ISBN 968-463-004-2. 
ANEXO A 
Cronograma de actividades. 
ACTIVIDAD 1998  1999 2000 
 EFMAMJJASONDEFMAMJJASOND E Montaje de 
infraestructura  
x x 
Ensayos 
cultivo de 
microalgas  
x x 
Cultivos de 
microalgas  
x x x x xx x x x x x x x x x x x x x x x x 
Obtención de 
reproductores  
x x x x x x x x x x x x x x x x x x x x 
Inducciones al 
desove  
x x x x x x x x x x x x x x x x x x x 
Levante larval x x x x x x x x x x x x x x x x x x x x 
ANEXO B 
Registro de información sobre inducciones al desoye durante los arios 1998 y 1999 
No. INDUCCIÓN 
FECHA 
ORIGEN 
OSTRAS 
CONDICIONES 
PREINDUCCIÓN 
(Temperatura/salin 
idad) 
INDUCCIÓN 
PREESTiMULO 
(Temperatura x 
tiempo) 
RECIPIENTE 
(No. ostras/1) 
INTRODUCCIÓN EN EL 
AGUA DE DESOVE 
(Condiciones x tiempo de 
variación/estímulo) 
TIEMPO 
DE ESPERA 
(Horas) 
RESULTADOS 
1 
Mayo 18/98 
Caño Boca Cerrada 
Laboratorio 
19,9 0 C/34,8960 
Aire 
160C x 40 mm n 
Ponchera 
(18/5) 
23- 32,50C x 3,5 h/suave 
39- 29%0 x 20 min/moderado 
4 Sin desove 
2 
Mayo 19 
Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
22,9 OC/35,5960 
Aire 
17,30C x 95 mm n 
Poncheras 1 y 2 
(12/5 c/u) 
1. 24,5-330C x 1 h/moderado 
35-24,3%0 x 1 h/moderado 
2. 22,7-31,9E1C x 1 
h/moderado 
35-2896o x 1 h/moderado 
2 Sin desove 
3 
Mayo 20 
Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
21,40C/35,3960 
1. Agua con 
microalgas 
25,90C/39,5%o x 2 
h 
2. Aire 1811Cx 80 min 
Ponchera 1 y 2 
(12/10 c/u) 
1. 36,3-25,9960 x 2 h/suave 
24,4-370C x 2 h/suave 
2. 25,4-320C x 1 h/moderado 
30,9-25910 x 1 h/moderado 
4 Sin desove en 
ambos casos 
4 
Mayo 30 
Ciénaga Mestizos 
Medio natural Ponchera 
18/10 
26-31,60C x 2 h/suave 
30%0 mantenida 
3 Sin desove 
5 
Junio 2 
INVEMAR 
Laboratorio 
INVEMAR 
21,40C/34,4%0 
Ponchera 
18/10 
24,7-32,50C x 2 h/suave 
35,2-30910x 30 min/moderado 
3 Sin desove 
6 
Junio 4 
Caño Boca Cerrada 
Medio natural Aire 
22,80C x 1 h 
Ponchera 
37/30 
25-32,20C x 2 h/lento 
30%0 mantenida 
Adición de esperma 
3 Sin desove 
7 
Junio 5 
Caño Boca Cerrada 
Laboratorio 
18 0 C/35960 
Acuario 
35/30 
18-32,10C x 8 h 25 mili/muy 
suave 
34-15%0 x 30 min/moderado 
9 Sin desove 
8 
Junio 6 
Caño Boca Cerrada 
Laboratorio 
21,2 0 C/34,8%0 
Aire 
17,40C x 2 h 
Ponchera 
29/25 
25,5-300C x 3 h/suave 
34,1-29%0 x 1 h/moderado 
4 Sin desove 
9 
Junio 7 
Caño Boca Cerrada 
Laboratorio 
21,70C/35%0 
Ponchera 
39/40 
22,2-330C x 2 h/suave 
34,1-15%o x 10 min/fuerte 
Adición de esperma 
3 Sin desove 
10 
Junio 8 
Caño Boca Cerrada 
Laboratorio 
19,90C/34,9%o 
Acuario 
30/30 
32DC mantenida/muy fuerte 
30,4-27%0 x 10 mm/fuerte 
8 h 10 mm n 8 desoves solo 
machos 
11 
Junio 9 
Caño Boca Cerrada 
Laboratorio 
21,2DC/31,5960 
Aire 
18,70C x 2 h 
Poncheras 1, 2 
y3 
(15/5 c/u) 
1. 32 DC mantenida/muy 
fuerte 
34,1-19,4%o x 15 
mm/fuerte 
2. 30-320C x 30 
mm/moderado 
29%0 mantenida/muy 
fuerte 
3. 25-320C x 2 h/suave 
31-23%0 x 15 
mm/fuerte 
3 3 desoves solo 
machos 
12 
Junio 10 
Caño Boca Cerrada 
Laboratorio 
18,60C/31,6%0 
Ponchera 
30/20 
25-300C x 2 h/suave 
34,2-26%0 x 10 mili/fuerte 
Adición de esperma 
3 5 desoves solo 
machos 
13 
Junio 11 
Caño boca Cerrada 
Laboratorio 
19,6 O C/33,8%0 
Agua dulce 250C 
x 20 mm n 
Aire 37EC x 40 
mmn 
Ponchera 
40/30 
320C mantenida/moderado 
24-35%0 x 15 min/ fuerte 
4 12 desoves solo 
machos 
14 
Junio 13 
Caño Boca Cerrada 
Laboratorio 
19,90C/34,8%0 
Aire 
36,60C x 1 h 
Ponchera 
30/20 
330C mantenida/ moderado 
30-25%0 x 30 mm/moderado 
3 Desove mixto, 
levante larval por 
15 días 
15 
Julio 7 
Ciénaga Mestizos 
Medio natural Acuario 
40/30 
32,90C mantenida 
35,5-25,5%0 x 30 
aún/moderado 
12 Sin desove 
16 
Julio 9 
Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
21,70C/35950 
1. Aire 16[]C x 6 h 
2. Agua dulce 
22,20C x 35 min 
Acuario 
30/50 
320C mantenida/muy fuerte 
30%0 mantenida/muy fuerte 
6 Sin desove 
17 
Julio 9 
Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
220 C/30910 
1. Aire 180C x 6 h 
2. Agua dulce 
22,20C x 35 mmn 
Acuario 
30/50 
320C mantenida/muy fuerte 
30-25%0 x 30 mm/moderado 
6 6 desoves solo 
machos 
18 
Julio 10 
Caño boca Cerrada 
y Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
21,111C/31%0 
Aire 
15 ostras 150C x 2 h 
15 ostras 370C x 1 h 
Acuario 
30/40 
320C mantenida 
30-25%0 x 10 minguerte 
4 Desove de 1 
macho 
19 
Julio 14 
Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
22,20C/34,1%0 
Aire 
15 ostras 160C x 12 h 
15 ostras 37,80C x 1 h 
Acuario 
30/40 
30,70C mantenida/fuerte 
34960 mantenida/moderado 
Adición de esperma 
5 Sin desove 
20 
Julio 15 
Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
21.80C/34,8%0 
Aire 
20 ostras 170C x 2 h 
20 ostras 360C x 2 h 
Acuario 
40/40 
32,70C mantenida/fuerte 
30%0 mantenida/moderado 
3 Desove anormal 
con 
desprendimiento 
de tejido, 
fecundación en el 
tejido y 
desarrollo 
embrionario 
frenado 
21 
Julio 18 
Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
22 0 C/35960 
Aire 
160C x 3 h 
370C x 1 h 
Acuario 
30/40 
32 0 C mantenida/fuerte 
34-25%0 x 30 mm/moderado 
3 2 desoves solo 
machos 
22 
Julio 19 
Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
21,80C/35%0 
Acuario 
40/40 
32 0 C mantenida/fuerte 
27,7%0 mantenida/fuerte 
3 6 desoves solo 
machos 
23 
Agosto 6 
Ciénaga Mestizos 
Medio natural Acuario 
60/40 
32°C mantenida/fuerte 
25%0 mantenida/fuerte 
Adición de esperma 
3 Sin desove 
24 
Agosto 8 
Caño Boca Cerrada 
Medio natural Aire 
16°C x 2 h 
Acuario 
50/40 
25-30°C x 1 h/moderado 
30-25%0 x 30 mm/moderado 
3 Desove mixto, 
levante larval 
hasta el día 10 
25 
Agosto 10 
Caño Boca Cerrada 
y Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
22°C/30,5960 
Acuario 
60/40 
23-31°C x 2 h/lento 
30-25%0 x 1 h/moderado 
3 Desove 1 macho 
y 2 hembras, 
levante larval 
hasta día 11 
26 
Agosto 25 
Ciénaga Mestizo 
Laboratorio 
19°C/25%0 
Aire 
16°C x 3 h 
38°C x 1 h 
Acuario 
60/50 
23-31°C x 1 h/moderado 
25%0 mantenida 
Adición de esperma 
3 Desove 2 
hembras y 1 
macho, 
desarrollo 
embrionario 
frenado en larvas 
trocóforas. 
27 
Octubre 27 
Caño Boca Cerrada 
Medio natural Acuño 
50/50 
32°C mantenida 
30%0 mantenida 
3 Desove mixto, 
levante de larvas 
hasta el día 11 
28 
Octubre 27 
Caño Boca Cerrada 
Laboratorio 
22,5°C/25%0 
Acuario 
40/40 
24,8-32°C x 1 h/moderado 
25-30960 x 1 h/moderado 
5 Sin desove 
29 
Mayo 20/99 
Ciénaga Mestizos 
Medio natural Acuario 
30/40 
32-230C x 2 h/suave 
28-25%0 x 30 mm/moderado 
3 Sin desove 
30 
Mayo 22 
Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
20 0 C/28960 
Aire 
16 0Cx 2 h 
Acuario 
40/40 
32 O C y 309$0 mantenidas/suave 3 Desove de 1 
hembra y 1 
macho, levante 
larval hasta día 3 
31 
Mayo 25 
Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
21,2 0 C/25,5% 
Acuarios 1, 2, 3 
y 4 
(20/20 c/u) 
21-32 E C x 6 h/muy lento 
25,5960 mantenida 
32 0 C y 25,5950 mantenidas 
23-320C x 6 h/muy lento 
30%0 mantenida 
32 D C y 30%0 mantenidas 
8 Desove en 2 y 4, 
levante larval 
hasta día 2 en 
ambos casos 
32 
Mayo 27 
Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
200 C/27960 
Acuarios 1 y 2 
(20/20 c/u) 
30,5-240C x 30 
mm/moderado 
25910 mantenida 
24-310C x 30 
min/moderado 
25%0 mantenida 
3 Desove en ambos 
casos y levante 
larval hasta día 2 
33 
Mayo 29 
Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
22,3 0 C/22,3%0 
Acuario 
30/40 
30-25OC x 1 h/moderado 
25960 mantenida 
3 Desove mixto y 
desarrollo 
embrionario 
frenado 
34 
Mayo 31 
Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
20 0 C/26960 
22-320C x 4 h/muy lento 
25960 mantenida 
Adición de antibiótico en 
exceso 
5 Desove de 3 
hembras y 1 
macho, 
desarrollo 
embrionario muy 
lento y frenado 
35 
Junio 1 
Caño Boca Cerrada 
y Ciénaga Mestizos 
Laboratorio 
24,10 C/28%o 
Acuario 
50/50 
25,9-32E C x 5 h/muy lento 
25%0 mantenida x 1 
h/moderado 
Adición de esperma 
8 Desove no 
visible, pocos 
huevos en el 
fondo y 
desarrollo 
embrionario 
frenado 
36 
Junio 2 
Caño Boca Cerrada 
Laboratorio 
22,2 0 C/24,8910 
Acuario 
70/60 
24,6-300C x 20 mm/fuerte 
30-25%0x 20 mm/fuerte 
Adición de esperma 
3 Desove mixto y 
levante larval 
hasta día 9 
37 
Junio 28 
Ciénaga Mestizos 
Medio natural Acuarios 1 y 2 
(40/30 c/u) 
26,8-32,70C x 6 h/muy 
lento 
28%0 mantenida 
32-25,60C x6 h/muy lento 
28960 mantenida 
7 Desove mixto en 
ambos casos y 
levante larval 
hasta día 2 
38 
Julio 14 
Ciénaga Mestizos 
Medio natural Aire 
160C x 12 h 
Canaleta 
40/200 
30 O C y 30%0 mantenidas/fuerte 12 Sin desove 
39 
Agosto 5 
Ciénaga Mestizos 
Medio natural Aire 
18 3 C x 1 h 
Acuario 
70/100 
25-310C x 4 h/muy lento 
29,4%0 mantenida 
Adición de esperma 
12 Desove mixto, 
desarrollo 
embrionario 
frenado y ostras 
muertas 
40 
Agosto 25 
Ciénaga Barbacoas 
Medio natural Acuarios 1 y2  
(40/30 c/u) 
300C y 28,1%o mantenidas 
22-300C x 12 h 
20%0 mantenida 
12 Sin desove 
41 
Septiembre 6 
Ciénaga Barbacoas 
Medio natural Aire 
160C x 12 h 
390C x 1 h 
Acuario 
60/100 
29,5-310C x 2 h 
20%0 mantenida 
5 Desove mixto y 
desarrollo 
embrionario 
frenado 
42 
Octubre 22 
Ciénaga Mayorquín 
Medio natural 26,5-290C x 2 h/suave 
28%0 mantenida 
3 Desove mixto, 
desarrollo 
embrionario 
detenido en 
huevos recién 
fecundados, 
43 
Octubre 25 
Ciénaga Mayorquín 
26-290C x 3 h 
25,8%0 mantenida 
2 Desove mixto, 
levante larval por 
un día 
44 
Octubre 27 
Ciénaga Mayorquín 
Aire 
250C x 30 mm n 
Acuario 
54/40 
27,7-29,9 O C 
25,3%0 mantenida 
Desove de 2 
hembras y 1 
macho, levante 
larval hasta día 5. 
45 Laboratorio Acuario 23-32 0 C x 2 h/suave 4 Sin desove 
Noviembre 22 24 0 C/28,7%0 32/40 25%0 mantenida 
Ciénaga Mayorquín 
46 Medio natural Acuario 26-29,3 0C x 2 h/suave 3 Desove de 2 
Noviembre 25 
Ciénaga Mayorquín 
40/40 24,6960 mantenida hembras y 1 
macho, levante 
larval hasta la 
fijación 
ANEXO C 
Registro de información sobre experimentos de extrusión de las gónadas. 
No. Experimento 
Fecha 
Origen ostras 
Machos 
sacrificados 
Hembras 
sacrificadas 
Diferencia de tiempo 
entre la obtención de 
huevos y espermas 
(mm) 
Condiciones del 
agua de mezcla 
(Temp./salinidad) 
Fecundación Desarrollo 
embrionario 
y levante 
larval 
1 
Julio 10/98 
Ciénaga Mestizos 
2 3 20 300 C/30%0 + Cigotos 
frenados 
2 
Julio 16 
Ciénaga Mestizos 
4 1 15 300C/28%0 + Larvas 
trocóforas 
deformes 
3 
Julio 20 
Ciénaga Mestizos 
3 5 35 290C/35960 - 
4 
Octubre 15 
Ciénaga Mestizos 
2 1 30 30DC/30%0 
5 
Mayo 24/99 
Ciénaga Mestizos 
1 1 15 300C/30%o + Levante larval 
por 10 días 
ANEXO D 
Registro información general sobre la cría de larvas. 
# Experimento 
Fecha 
Origen ostras 
(Tratamiento) 
No. días Recipientes de cría Condiciones el agua de cría Tiempo de obtención 
de larva "D" 
Estado larval alcanzado 
Temperatura 
(°C) 
Salinidad 
(160) 
pH Oxígeno 
(nE/1) 
1 
Junio 14/98 
Caño Boca 
Cerrada 
(Inducción 14) 
15 Incubadoras 
McDonald (6 
litros) 
28 25 7,5 5 
19 horas 
postfecundación 
Larva "D" umbonada 
100-150 pm 
2 
Agosto 9 
Caño Boca 
Cerrada 
(Inducción 24) 
10 Incubadoras 
McDonald (6 
litros) 
28 25 7,5 5 22 horas 10 min. 
postfecundación 
Larva "D" umbonada 
80-100 iun 
3 
Agosto 11 
Caño Boca 
Cerrada 
(Inducción 25) 
11 Incubadoras 
McDonald (6 
litros) 
26 25 7,5 5 20 horas 25 min. 
postfecundación 
Larva "D" umbonada 
80-90 itm 
4 
Octubre 28 
Caño Boca 
Cerrada 
(Inducción 27) 
11 Incubadoras 
McDonald (6 
litros) 
26 30 7,9 5 20 horas 115 min. 
postfecundación 
Larva "D" umbonada 
80-90 lun 
5 
Mayo 23/99 
Ciénaga 
Mestizos 
(Inducción 30) 
3 Ponchera 
(20 litros) 
27 30 7,9 5 26 horas 30 min. 
postfecundación 
Larva "D" 
60-70 um 
6 
Mayo 24 
Ciénaga 
Mestizos 
(Extrusión 5) 
10 Incubadoras 
McDonald (6 
litros) 
30 30 7,9 5 24 horas 
postfecundación 
Larva "D" umbonada 
70-90 iim 
7 
Mayo 26 
Ciénaga 
Mestizos 
(Inducción 31) 
2 Incubadoras 
McDonald (6 
litros) 
28 25 7,5 6 24 horas 
postfecundación 
Larva "D" 
50-60 pm 
8 
Mayo 26 
Ciénaga 
Mestizos 
(Inducción 31) 
2 Incubadoras 
McDonald (6 
litros) 
28 30 7,9 5 24 horas 15 inM. 
postfecundación 
Larva "D" 
50-70 p.m 
9 
Mayo 29 
Ciénaga 
Mestizos 
(Inducción 32) 
2 Incubadoras 
McDonald (6 
litros) 
28 25 7,5 6 26 horas 15 min. 
postfecundación 
Larva "D" 
50-70 pm 
10 
Mayo 28 
Ciénaga 
Mestizos 
(Inducción 32) 
2 Incubadoras 
McDonald (6 
litros) 
28 25 7,5 6 26 horas 30 min. 
postfecundación 
Larva "D" 
50-60 pm 
11 
Junio 3 
Caño Boca 
Cerrada 
(Inducción 36) 
9 Incubadoras 
McDonald (6 
litros) 
28 25 7,5 6 20 horas 10 mm 
postfecundación 
Larva "D" umbonada 
80-90 pm 
12 
Junio 29 
Ciénaga 
Mestizos 
(Inducción 37) 
2 Incubadoras 
McDonald (6 
litros) 
28 28 7,7 6 24 horas 12 min. 
postfecundación 
Larva "D" 
50-60 pm 
13 
Junio 29 
Ciénaga 
Mestizos 
(Inducción 37) 
2 Incubadoras 
McDonald (6 
litros) 
28 28 7,7 6 24 horas 25 min. 
postfecundación 
Larva "D" 
45-50 p.m 
14 
Octubre 26 
Ciénaga 
Mayorquín 
(Inducción 43) 
1 Incubadoras 
McDonald (6 
litros) 
26 28 7,7 6 16 horas 5 min. 
postfecundación 
Larva "D" 
45-50 pm 
15 
Octubre 28 
Ciénaga 
Mayorquin 
(Inducción 44) 
5 Incubadoras 
McDonald (6 
litros) 
26 25 7,5 6 15 horas 
postfecundación 
Larva "D" 
50-70 pm 
16 
Noviembre 26 
Ciénaga 
Mayorquín 
(Inducción 46) 
Incubadoras 
McDonald (6 
litros) , Incubadora 
Waynarovich(150 
litros), Balde 
(20 litros) y 
Ponchera (14 
litros) 
25 25 7,5 6 12 horas 
postfecundación 
Pedivéliger 
210-300 p.m 
ANEXO E 
Seguimiento del desarrollo y crecimiento larval. Experimento de cría de larvas No. 1 
Día McDonald 1 (6 litros) McDonald 2 (6 litros) 
Estado Observaciones Estado Observaciones 
1  Larva D 45 pm Larva D 45 lim 
3  Larva D 50 ilin Mortalidad 30% Larva D 50 pm Mortalidad 40% 
5  Larva D 50-60 pun Larva D 50-60 pm 
7  Larva D 50-70 pm Larva D 50-70 µni 
9 Larva D umbonada 60- 
80 pm 
Larva D umbonada 60-80 
11111 
11 Larva D umbonada 70- 
90 ilim 
Líneas de crecimiento 
visibles 
Larva D umbonada 60-90 
pm 
Líneas de crecimiento 
visibles, alta mortalidad. 
13 Larva D umbonada 80- 
90 pm 
Crecimiento del umbo Larva D umbonada 70-90 
ium 
Crecimiento del umbo 
15 Larva D umbonada 100- 
120 pm 
Líneas más marcadas No hay 
Las incubadoras se utilizaron con una densidad de 10 larvas/m1 y alimentación basada en el cronograma de alimentación 1 y 
se mantuvieron a 28°C y 25°/00. 4>ts.1 
00 
ANEXO F 
Seguimiento del desarrollo y crecimiento larval. Experimento de cría de larvas No. 11 
Día Incubadora 1 Incubadora 2 Incubadora 3 Incubadora 4 
Estado Observación Estado Observación Estado Observación Estado Observación 
1 Larvas D 45- 
50 nm 
Larvas D 45- 
50 nm 
Larvas D 45- 
50 lim 
Larvas D 45-
50 µni 
3 Larvas D 50 
nm 
Larvas D 45- 
50 nm 
Larvas D 45- 
60 nm 
Larvas D 45-
60 nm 
5 Larvas D 50- 
60 nm 
Larvas D 50- 
60 nm 
Larvas D 60- 
70 nm 
Larvas 
umbonadas 
60-70 lun 
7 Larvas 
umbonadas 
60-80 nm 
Líneas de 
crecimiento 
visibles 
Larvas 
umbonadas 
60-80 nin 
Líneas de 
crecimiento 
visibles 
Larvas 
umbonadas 
70-90 nm 
Líneas de 
crecimiento muy 
visibles 
Larvas 
umbonadas 
70-90 nm 
Líneas de 
crecimiento muy 
visibles 
9 Larvas 
umbonadas 
70-100 nm 
Líneas de 
crecimiento 
más marcadas, 
crecimiento del 
umbo 
Larvas 
umbonadas 
70-90 nm 
Líneas de 
crecimiento 
más marcadas, 
crecimiento del 
umbo 
Larvas 
umbonadas 
90-110µm 
Líneas de 
crecimiento más 
marcadas, 
crecimiento del 
umbo 
Larvas 
umbonadas 
90-1101tm 
Abultaciones 
Las incubadoras 1, 2, 3 y 4 se utilizaron con una densidad de 10, 10, 5 y 5 larvas/m1 respectivamente Alimentación 
basada en el cronograma 1. Temperatura de 280C y salinidad de 2560 
ANEXO G 
Seguimiento del desarrollo y crecimiento de las larvas. Experimento de cría larval No. 15 
Día Incubadora 1 Incubadora 2 Incubadora3 Incubadora 4 
 Estado Observaciones Estado Observaciones Estado Observaciones Estado Observaciones 1 Larva D 
 40-45 pm 
Larva D 
40-45 ium 
Larva D 
40-45 pm 
Larva D 
40-45 pm 
3 Larva D 
 45-50 Itm 
Larva D 
45-50 pin 
Larva D 
45-501.1M 
Larva D 
45-50 lin 
5 Larva D 
umbonada 
50-60 pm 
Líneas de 
crecimiento 
visibles 
Larva D 
umbonada 
50-60 iim 
Líneas de 
crecimiento 
visibles 
Larva D 
umbonada 
50-60 pm 
Líneas de 
crecimiento 
visibles 
Incubadoras 1 y 3 con una densidad de 15 y 7 larvas/mi respectivamente y con adición de antibiótico a 26°C y 25%0. 
Incubadoras 2 y 4 con una densidad de 15 y 7 larvas/mi respectivamente y sin adición de antibiótico a 26°C y 25%0. 
ANEXO H 
Seguimiento del desarrollo y crecimiento de las larvas. Experimento de cría de larvas No. 16 
Día Balde (20 litros) Ponchera (14 litros) Incubadora Waynarovich 
Estado 
(150 I) 
Observaciones Estado Observaciones Estado Observaciones 
1 Larva D 40-45 iim Larva D 40-45 urn Larva D 40-45 um 
3 Larva D 45-60 um Larva D 45-60 pm Larva D 50-60 um 
5 Larva D 60-80 um Inicio formación 
umbo 
Larva D 60-80 um Inicio formación 
umbo 
Larva D 70-90 um 
7 Larva D umbonada 
70-90 iim 
Líneas de 
crecimiento claras 
Larva D umbonada 
70-90 Itin 
Líneas de crecimiento 
claras 
Larva D umbonada 
70-100 urn 
9 Larva umbonada 80- 
100 um 
Larva umbonada 80- 
100 µni 
Larva umbonada 70- 
110 um 
11 Larva umbonada 
100-110 um 
Larva umbonada 
100-110 pm 
Larva umbonada 70- 
110 pm 
_I 
13 Larva umbonada 
100-120 irm 
Líneas de 
crecimiento muy 
visibles 
Larva umbonada 
100-120 um 
Líneas de crecimiento 
muy visibles 
Larva umbonada 70- 
120 pm 
Muerte masiva 
17 Larva umbonada 
120-180 lim 
Abultamiento 
conchas 
Larva umbonada 
120-180 pm 
Abultamiento conchas Larva umbonada 70- 
150 1.1m 
19 Larva umbonada 
120-200 pm 
Inicio formación 
pie, aparición 
mancha ocular 
Larva umbonada 
120-200 pm 
Inicio formación pie, 
aparición mancha 
ocular 
Larva umbonada 70- 
180 pm 
Presencia de larvas 
D 
21 Larva pedivéliger 
150-210 1.tm 
Crecimiento pie Larva pedivéliger 
150-210 lim 
Crecimiento pie Larva pedivéliger 70- 
200 pm 
Muerte masiva de 
larvas D y larvas 
umbonadas 
23 Larva pedivéliger 
180-250 Itm 
Larva pedivéliger 
180-250 um 
Larva pedivéliger 80- 
210 pm 
Muy pocas larvas 
vivas 
29 Larva pedivéliger 
210-300 pm 
Larva pedivéliger 
210-300 irm 
32 Semilla 250 um No hay No hay 
Balde y ponchera con una densidad de 7 y 15 larvas/mi respectivamente y con alimentación según cronograma 1. 
Incubadora Waynarovich con una densidad de 7 larvas/mi y alimentación según cronograma 2. 
Todos los recipientes tuvieron una temperatura de 25-26°C y una salinidad de 25%0. 
h,1 
